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Resumen 

 

México es uno de los  principales países productores de flores en Latinoamérica, algunas de 

las especies mexicanas que tienen gran importancia en esta actividad son Echeveria y 

Euphorbia pulcherrima. La generación de nuevas variedades mexicanas favorece la 

protección de las especies endémicas en sus hábitats naturales, además de evitar el pago de 

regalías a empresas extranjeras con lo que se reducen los costos de producción. Una 

alternativa para la generación acelerada de nuevas variedades genéticamente estables es la 

aplicación de la tecnología de dobles haploides mediante la técnica de androgénesis, sin 

embargo, esta requiere de la estandarización de un protocolo de androgénesis específico 

para cada especie. Con el objetivo de estandarizar protocolos de androgénesis para 

Echeveria y E. pulcherrima, en este proyecto se utilizaron  4 especies de Echeveria y 7 

variedades de E. pulcherrima. Los resultados principales de este proyecto fueron la 

obtención de un protocolo de androgénesis mediante la  utilización de  anteras para una de 

las especies de Echeveria, una solución para la extracción de tétradas y la solución de 

extracción de núcleos de hojas de Echeveria para citometría. Además  de la descripción de 

los tamaños de las tétradas de las especies utilizadas. 
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E. pulcherrima Leticia Euphorbia pulcherrima variedad Leticia 
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IP Yoduro de propidio 

KIN Kinetina 

min.  Minutos 

MS Murashige y Skoog 

ANA Ácido 1-naftaleno acético  

PBS Buffer de fosfatos (por sus siglas en inglés de 

Phosphate Buffer Solution) 



7 
 

PDH Plantas Doble Haploides 

  

PH Plantas Haploides 

RAM Meristemo apical de la raíz (por sus siglas en Ingles 

Root Apical Meristem.) 

S Segundos 

SAM Meristemo apical aéreo (por sus siglas en Ingles shoot 

Apical Meristem.) 

TDH Tecnología Doble Haploide 

  



8 
 

1.- Introducción 

 

Las angiospermas o plantas con flores constituyen gran parte de las especies 

vegetales modernas; se engloban en el filo de las Anthophytas que abarca 

alrededor de 300,000 a 450,000 especies (1). Son un grupo de plantas con 

características muy diversas, un ejemplo de esto es el tamaño, dentro de esta 

clasificación se pueden encontrar especies de lenteja de agua que apenas mide 

un mm de largo o especies de árboles que crecen más de 100 metros como los 

eucaliptos (1). Dentro de este grupo se encuentran dos grandes líneas evolutivas 

que son las monocotiledóneas que incluyen plantas como lirios, orquídeas, 

poáceas y palmeras; y las dicotiledóneas que incluyen familias de cactáceas, 

asteráceas, Fabáceas entre otras (1). Se cree que este grupo comenzó a 

diversificarse hace más de 140 millones de años; lo cual se ve reflejado en la 

diversidad floral de hoy en día (2).   

 

1.1.- Estructura floral 

 

Las flores son los órganos reproductivos de las plantas,  se originan de 

meristemos determinados, es decir, tiene un crecimiento definido y las células que 

lo integran terminan finalmente diferenciándose (1). La estructural floral clásica se 

compone de cuatro verticilos concéntricos: el verticilo externo son los sépalos que 

forman el cáliz, en segundo lugar, se encuentran los pétalos que forman la corola, 

el tercer verticilo son los estambres, que son las estructuras reproductivas 

masculinas, y al centro se encuentran los carpelos, que forman la estructura 

reproductiva femenina (Figura 1) (3). En la naturaleza existen diferentes variantes 

de la estructura ya mencionada; se denominan flores completas a las que 

presentan los cuatro verticilos como, es el caso de las flores del género Echeveria. 

En cambio, aquellas flores que no poseen  alguno de estos verticilos se conocen 

como flores incompletas un ejemplo de esta estructura son las flores de Euphorbia 
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pulcherrima (E. pulcherrima) las cuales no presentan sépalos ni pétalos (la 

estructura a detalle se describe en una sección más adelante). Las flores que 

poseen ambos verticilos reproductivos se conocen como flores perfectas, mientras 

que las flores unisexuales son flores imperfectas, por lo tanto, una flor puede ser 

completa perfecta, incompleta perfecta o incompleta imperfecta (4). 

 

 

Figura 1. Partes y estructura clásica de la flor. En la imagen se muestran las 

distintas estructuras de la flor y como es la distribución de los verticilos florales. 

Tomado de B.log.ia 2.0 (5) 

 

1.2.- Pasado y presente de la importancia de las flores para la 

sociedad 

 

Las plantan han tenido gran importancia a lo largo de la historia de los seres 

humanos, los primeros ancestros del género Homo tenía una dieta basada en la 

recolección de frutas, semillas, brotes, hojas,  raíces y raramente animales 

producto de la cacería (1). La domesticación de las especies vegetales inicio hace 

aproximadamente 13 000 años, este proceso resultó en  cambios de los ancestros 

originales de especies animales y vegetales debido a la selección de los 
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cazadores-recolectores. Además, de cambios en el comportamiento humano ya 

que conforme cambiaron las especies cultivadas se volvieron más dependiente del 

cuidado de los  primeros agricultores y estos se volvieron más dependientes de las 

plantas para su alimentación (1,6), lo que  permitió  el establecimiento de las 

antiguas civilizaciones , ya que al poder cultivar sus propios alimentos se volvieron 

sedentarios y se establecieron en pequeñas comunidades (6). Las flores 

adquirieron una gran importancia en las diferentes civilizaciones antiguas tomando 

diferentes significados, un ejemplo son las rosas rojas en la cultura romana, las 

cuales se consagraban a Venus y formaban parte del culto a los muertos (7). En 

las culturas prehispánicas de Mesoamérica, las flores no solo tenían un significado 

decorativo, también representaban respeto y preocupación por el bienestar de los 

dioses (8). Otro papel importante de las flores es su uso como materia prima, un 

ejemplo de esto fue en la antigua civilización egipcia, donde por medio de la 

maceración  de las flores se extraían aceites y grasas esenciales, lo que sentó las 

bases para la industria perfumista (9). En la actualidad, las flores también forman 

parte de la dieta alimenticia de la humanidad algunos ejemplos de esto son la 

coliflor (Brassica oleracea variedad botrytis), el brócoli (Brassica oleracea variedad 

italica) y el huauzontle (Chenopodium nuttalliae),  además, de ser utilizadas como 

ofrendas a los dioses, y a nuestros seres queridos, las flores representan una 

fuente importante de ingresos para las familias que se dedican a su cultivo.  

La floricultura es el cultivo de plantas ornamentales, involucra la producción y 

comercialización de flores de corte, bulbos, semillas y follajes (10,11). 

Actualmente, es una industria  que depende de varias economías de distintos 

países. Existen más de 120 países productores, destacando Países Bajos como el 

mayor accionista, con el 52.3% de la producción mundial. En las últimas tres 

décadas, la producción floral pasó de los 10 mil millones  de dólares a los 60 mil 

millones. Los países considerados como principales productores y consumidores 

de esta industria son Estados Unidos, China, Japón y los países del oeste de 

Europa (12). En la actualidad los países de Latinoamérica que sobresalen como 

productores son Colombia, Ecuador y México. 
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1.3.- La floricultura como actividad económica en México 

 

La floricultura en México es una actividad agrícola que genera los mayores 

ingresos económicos por superficie cultivable, superando por mucho a  los cultivos 

de cereales y granos. El Estado de México es el principal productor de flor de 

corte, y aporta el 80% de la producción total de nuestro país, de este porcentaje 

Villa Guerrero es responsable del 56% (12). En el Estado de México se dedican 

5,547 hectáreas para la floricultura, principalmente en el corredor florícola 

integrado por Tenancingo, Coatepec Harinas, Ixtapan de la Sal, Tonatico, 

Zumpahuacán, y Villa Guerrero (12). Mientras que Morelos es el mayor productor 

de la nochebuena (E. pulcherrima) y genera el 41.1% de la producción nacional de 

este cultivo (10). 

El cultivo de E. pulcherrima y su comercialización durante la época navideña, es 

sumamente importante en la floricultura mexicana ya que se considerada como 

símbolo de la Navidad. Es considerada la planta de ornato con mayor importancia 

económica en el mundo, ejemplo de esto son los Estados Unidos, cuyas ventas 

anuales superan los 100 millones de dólares. En el año 2012, el cultivo de esta 

especie generó alrededor de 3000 empleos, y produjo 20 millones de plantas, lo 

cual fue equivalente a 700 millones de pesos (13).  

Durante los últimos años, la producción de varias especies de los géneros 

Echeverias, Sedum, Aeoniums, Crasulas, etc, se han destacado  en la industria de 

la floricultura mundial como plantas de ornato, países como Inglaterra, Estados 

Unidos, China,  Alemania, Australia, Japón y Corea del Sur (14) se han convertido 

en grandes consumidores., En los últimos años la creciente demanda de esta 

especie ha convertido su cultivo en una importante fuente de ingresos en la 

economía de los productores nacionales, ya que en el año 2010 se produciron 10 

mil ejemplares tan solo en invernaderos de Cuemanco y Xochimilco que cuentan 

con registro de UMA (Unidad de Manejo para la Conservación y Aprovechamiento 

de la Vida Silvestre)  (14).  
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1.4.- Características de Echeveria y E. pulcherrima 

 

El género Echeveria se clasifica dentro de la familia de las Crassulaceae, México 

es origen de cerca del 83%, equivalente a más de 130 especies. La mayor riqueza 

de este género se encuentra al sur del país, donde Oaxaca posee el mayor 

número de especies endémicas representado por 47 (15). Echeveria  es una 

planta cosmopolita que prefiere formaciones rocosas como riscos, laderas y 

paredes, es una planta de tipo suculenta con hojas que poseen una cutícula 

gruesa distribuidas en forma de roseta basal o apical y tienen una gran variedad 

de tonos que van desde los verdes azulados hasta los tonos rojizos, y presenta 

diferentes tipos de inflorescencia (Figura 2-A) (16). Las flores son perfectas 

completas y presentan una simetría radial, usualmente pentámeras o a veces 

tetrámeras, pueden presentar uno o dos verticilos de estambres y tienen el mismo 

número de pétalos y sépalos (Figura 2-B) (17). 

 

A)  

 

B)  

 

Figura 2. Morfología de Echeveria. A) Se muestra una planta adulta de 

Echeveria imbricata, tomado de “Todo para tu huerta” (18). B) Flor de Echeveria 
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pulvinata en la cual se señalan las distintas estructuras florales, tomado de 

Andrés Zúñiga Orozco (16).  

 

Por otro lado, E. pulcherrima pertenece a la familia Euphorbiaceae y al género 

Euphorbia que comprende 200 especies, incluyendo árboles, arbustos, plantas 

herbáceas, y suculentas(19). E. pulcherrima es una especie originaria de México 

(20)se encuentra en climas cálidos y húmedos. Presenta crecimiento arbustivo y 

desarrolla tallos semi leñosos, (Figura 3-A y D), con hojas simples con forma 

cordada de color verde oscuro (Figura 3-C), y con una disposición alternada entre 

ellas. Su flor es de tipo incompleta y pueden ser perfecta o imperfecta, a esta 

inflorescencia en particular se le llama ciato (Figura 3-E), que es característico del 

género Euphorbia. Esta estructura está constituida por flores femeninas centrales 

reducidas al gineceo. Alrededor de las flores femeninas se encuentran cinco 

grupos de anteras sobresalientes y en los márgenes de la estructura podemos 

encontrar el nectario (Figura 3-E). Las inflorescencias se encuentran rodeadas por 

un conjunto de hojas modificadas de color rojo llamadas brácteas, (Figura 3-B) 

(21). Desde hace algunos años se han creado nuevas variedades para ambas 

especies con el fin de satisfacer las necesidades de los productores ornamentales, 

pero ¿qué es una nueva variedad y cuál es la diferencia con una especie? 
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Figura 3. Anatomía de E. pulcherrima. En la imagen se muestra la anatomía de 
E. pulcherrima A) Un ejemplar adulto de E. pulcherrima B) Inflorescencias, C) 
Hojas, D) Tallo y E) Muestra en detalle de la estructura de un ciato de E. 
pulcherrima Creado en BioRender: https://app.biorender.com 
 

 

1.5.- Variedades vegetales y su importancia  

Para poder entender qué es una variedad, es necesario definir qué es una 

especie. El concepto de especie hace referencia a un grupo de individuos que 

comparte características similares, tienen la capacidad de reproducirse entre ellos 

en la naturaleza y producir descendencia fértil (1,4). Las especies están 

compuestas por dos o más subespecies, en botánica conocidas como variedades; 

una variedad es un conjunto de individuos de una especie que comparten ciertas 

características entre ellos y los diferencian de otras subespecies (1). Según la 

Organización de las Naciones Unidas para la Alimentación y la Agricultura (FAO) 

“la especie es una unidad de la clasificación botánica del reino vegetal, y dentro de 

https://app.biorender.com/
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ella puede haber muchos tipos diferentes de variedades” (22), mientras algunos 

autores consideran que una variedad debe de considerarse igual a subespecie, 

otros consideran que las variedades deben de clasificarse como miembros de 

subespecie (1,4). 

Con la selección de nuevas variedades se busca satisfacer las necesidades de los 

agricultores,  cada uno necesita plantas que se adapten a su entorno y prácticas 

de cultivo, también se busca aumentar el rendimiento de la producción en un área 

menor de cultivo o plantas que sean resistentes a ciertas plagas y evitar consigo el 

menor uso de plaguicidas (23). En cuanto a la selección de nuevas variedades de 

plantas ornamentales una de las principales razones es proteger las especies del 

saqueo de su habitad natural(23), se buscan especies que tengan un tamaño 

compacto, aromas agradables, colores vistosos, más número de inflorescencias, 

etc.  

Una de las técnicas más utilizadas tradicionalmente para la selección de nuevas 

variedades es la reproducción cruzada, el mayor inconveniente que tiene esta 

técnica es que para fijar una característica deseada en el genoma se necesitan 

varios ciclos de reproducción lo cual lo hace muy tardado y costoso, además que 

al utilizar este método se deben considerar factores como la viabilidad del polen, la 

receptividad estigmática y el tipo de polinización (24).  por lo que se busca 

desarrollar nuevas técnicas que permitan obtener mayor variabilidad en menor 

tiempo. 

 

1.6.- Métodos utilizados para la creación de nuevas variedades de 

Echeveria y E. pulcherrima 

 

Entre las técnicas de biotecnología aplicadas al mejoramiento de Echeveria se 

encuentran la alteración de la ploidía utilizando colchicina (16), este  fármaco se 

une fuertemente a la tubulina y evita la polimerización de los microtúbulos del uso 

mitótico, produciendo una segregación desigual entre el número de  cromosomas 

de las células hijas (25). Otro método utilizado para la obtención de nuevas 
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variedades de esta especie es la transformación genética mediada por 

Agrobacterium thumefasciens para obtener plantas transgénicas (16). 

El mejoramiento genético en E. pulcherrima se ha enfocado principalmente a la 

obtención de variedades con brácteas de color rojo (y sus diferentes tonalidades), 

una característica que prefiere el mercado. Los métodos utilizados en la 

producción de nuevas variedades de E. pulcherrima son la hibridación, que 

aprovecha los efectos no aditivos de los genes. Estos híbridos se realizan 

mediante el cruzamiento de especies (principalmente comerciales). El segundo 

método es la mutagénesis, el cual se realiza mediante la aplicación de radiación 

ionizante sobre semillas o esquejes (26), la principal desventaja de ambos 

métodos es el tiempo, ya que necesitan varios ciclos de polinización para poder 

obtener un hibrido estable. Un método utilizado para la propagación de estas 

variedades es la inducción de la embriogénesis vegetal que emplea distintos 

tejidos para el cultivo in vitro. 

Como se mencionó anteriormente ambas especies cuentan con el potencial 

ornamental  para la creación de nuevas variedades, mediante métodos más 

rápidos y que produzcan mayor variabilidad, un método que cumple con estas 

características es la tecnología dobles haploides (TDH), la cual se ha utilizado 

para acelerar programas de mejoramiento en especies como cebada (Hordeum 

vulgare), trigo (Triticum aestivum) y maíz (Zea mays) (27). 

 

1.7.- TDH y su importancia en la investigación vegetal 

 

La TDH se basa en la obtención de plantas haploides (PH) por diferentes 

estrategias como pueden ser: el uso de líneas inductoras de haploides, el empleo 

de cromosomas artificiales para inducir la haploidía, la utilización de polen 

irradiado para la fertilización y la aplicación  de la embriogénesis gamética.  

Posteriormente las plantas resultantes de estos procesos son organismos 

haploides que mediante una duplicación cromosómica dan como resultado plantas 
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100% homocigotas para todo el genoma en una sola generación. Las principales 

ventajas de la TDH comparada con los programas de mejoramiento tradicionales 

son el ahorro de tiempo y la producción de una amplia variabilidad en un solo 

evento, además, las plantas dobles haploides (PDH) son utilizadas como 

parentales para cruzamientos con líneas especificas permitiendo la aceleración de 

programas de mejoramiento (27), las PDH carecen de heterocigosis que permite  

encontrar con gran facilidad genotipos recesivos, además, estas plantas permiten 

el mapeo de genes mediante cruzamientos específicos (28).  Esta tecnología 

también se ha empleado en plantas con flores como girasol (Helianthus annuus 

L.), anturio (Anthurium andreanum), petunia (Petunia axillaris), entre otras (29).  

 

1.8.- Metodología para crear PDH mediante la embriogénesis 

gamética 

Para obtener PDH es necesario primero seleccionar las plantas parentales 

adecuadas, ya que serán la fuente del material de trabajo, por lo cual deben ser 

plantas cultivadas bajo condiciones controladas para obtener un desarrollo floral 

uniforme (30). El paso siguiente es  colectar las inflorescencias para relacionar 

alguna característica cuantitativa del capullo floral con el desarrollo de los 

gametos, para encontrar células haploides y saber cuándo es el momento 

adecuado para la recolección de estas células.  Algunas estrategias que se han 

utilizado en este punto son medir el tamaño del capullo floral o algunos pigmentos 

presentes en las estructuras florales para relacionarlas con las etapas de 

desarrollo de los gametos. Después de esto se  esteriliza superficialmente los 

capullos florales para mantener un ambiente estéril para el cultivo in vitro (30). Un 

punto importante en la TDH es la forma en que se obtienen las células haploides, 

en este paso se pueden hacer dos variantes: la primera es el cultivo de estructuras 

sexuales (anteras u ovarios) que contengan estas células; el inconveniente de 

esta variante es que se pueden obtener callos o embriones desarrollados a partir 

de las células somáticas de las estructuras. La otra variante implica aislar las 

células haploides en medios que mantengan la viabilidad celular. El aislamiento se 
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hace mediante métodos mecánicos como la agitación magnética, la principal 

ventaja de este método es la obtención de callos y embriones a partir de células 

individuales (31) La etapa siguiente es la inducción de la embriogénesis mediante 

el uso de medios de cultivo que contengan ciertos aditivos que ayuden a tolerar el 

estrés  de las células e influencien la formación de embriones, estos compuestos 

pueden ser hormonas vegetales, poliaminas, solutos compatibles, antioxidantes 

celulares e inhibidores de la histona desacetilasa (31). El resultado de este paso 

puede ser; la formación de embriones los cuales se cultivan hasta un tamaño 

adecuado para el proceso de aclimatación, o la formación de callos donde el 

siguiente paso es la regeneración de las plantas mediante un proceso de 

organogénesis y los brotes obtenidos de este proceso se someten a una etapa de 

enraizamiento para pasar a la etapa de aclimatación,  en ambos casos la 

aclimatación se lleva a cabo en invernaderos.  

El paso posterior es la selección de haploides mediante citometría de flujo, 

cariotipado o  mediante las características de los estomas. Una vez identificadas 

las PH sigue un proceso de duplicación cromosómica mediante el uso de agentes 

antimitóticos, uno de los más utilizados es la colchicina. Finalmente se comprueba 

la duplicación cromosómica mediante los métodos ya mencionados anteriormente. 

La embriogénesis gamética es uno de los principales métodos para obtener líneas 

de PH, y es el proceso por el cual se forma un embrión a partir de gametos. 
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Figura 4 . Diagrama de flujo de la TDH por embriogénesis gamética. En la 

imagen se muestran los pasos a seguir para la obtención de PDH. Creado en 

https://app.creately.com/ y modificado de Germana Maria Antonietta (30). 
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1.9.- Embriogénesis vegetal y tipos de embriogénesis 

 

La embriogénesis se define como el proceso por el cual una sola célula da lugar a 

la formación de un embrión mediante varios ciclos de división. A diferencia de lo 

que ocurre en animales, en las plantas no se presenta la migración celular durante 

el desarrollo del embrión, por lo que el patrón embrionario y la especificación 

celular están interrelacionadas con la división, la expansión y la diferenciación 

celular (32,33). Durante la embriogénesis se establece el meristemo, que es un 

conjunto de células que están en constante división, durante este proceso se 

sitúan los dos principales meristemos que dan origen al cuerpo de la planta; el 

meristemo apical del brote (SAM por sus siglas en inglés Shoot Apical Meristem)  

y el meristemo apical de la raíz (RAM por sus siglas en inglés Root  Apical 

Meristem), además, durante esta etapa del desarrollo se establece el diseño radial 

de los tejidos de la planta (1). 

Dependiendo de la célula que dará origen al embrión, la embriogénesis puede 

clasificarse en tres tipos: 1) si la célula inicial es un cigoto (célula huevo fecundada 

por un espermatozoide) se denomina embriogénesis cigótica. Esta es la más 

común en la naturaleza. 2)  En a la embriogénesis somática los embriones se 

forman a partir de una célula somática, suele suceder en algunas especies de 

forma natural y de forma in vitro. 3) En la embriogénesis gamética se induce la 

formación de  embriones in vitro a partir de células gaméticas (31,32). 

 

1.10.- Tipos de embriogénesis gamética 

Existen dos tipos de embriogénesis gamética, que dependen de las células que se 

utilicen para la inducción de la embriogénesis. El primer tipo es la ginogénesis, 

que hace referencia a los gametos y estructuras femeninas de la planta. En este 

caso, la inducción a la embriogénesis parte de los óvulos y ovarios de flores 

inmaduras para la obtención de embriones (33). El segundo tipo es la 

androgénesis, que se refiere al cultivo de estructuras y gametos masculinos. La 

embriogénesis en este caso parte de la inducción de anteras y granos de polen 



21 
 

inmaduros (34). La embriogénesis gamética  más eficiente es la androgénesis, un 

punto importante para llevar a buen término este método, es conocer los distintos 

estados del desarrollo del polen. 

 

1.11.- Estados de desarrollo del polen 

 

En una etapa inicial, la antera es una masa uniforme de células que está 

delimitada por la epidermis. Eventualmente, se distinguen cuatro columnas de 

células fértiles (Figura 5-A), cada columna está rodeada por varias capas de 

células estériles que formarán el saco polínico donde la capa más interna del saco 

polínico formará el tapetum (Figura 5-A). Dentro del saco polínico ocurre un 

proceso llamado micro esporogénesis, en donde las células esporogeneas se 

convierten en microesporocitos diploides (2n), que mediante un proceso de 

meiosis darán lugar a cuatro microesporas haploides formando una estructura 

conocida como tétrada (Figura 5-B) (1). Posteriormente, mediante un proceso de 

micro gametogénesis, las microesporas se convertirán en granos de polen 

maduros. En este proceso, cada célula crecerá individualmente, y conforme crece 

cada microespora, comenzará dentro de ella la formación de una gran vacuola que 

ocupará la mayor parte de la célula, obligando al núcleo a desplazarse hacia uno 

de los polos. A esta etapa se le conoce como microespora vacuolada (Figura 5-B). 

Después, la microespora se divide mitóticamente dando lugar a dos células 

asimétricas dentro de la pared original de la microespora. A esta etapa se le 

denomina bicelular joven; la célula más grande resultante de la división es llamada 

núcleo vegetativo o célula del tubo polínico y la célula de menor tamaño es 

denominada célula generativa, y se localiza próxima a la pared del polen (Figura 

5-B). En la siguiente etapa, la célula generativa adquiere una morfología fusiforme 

y migra hacia el centro, a esta etapa se le conoce como bicelular maduro (Figura 

5-B) (28). Finalmente, en la mayoría de las angiospermas la célula vegetativa se 

divide en dos, dando lugar a un micro gametofito tri-celular (Figura 5-B) (1).  
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A) 

 

B) 

 

Figura 5. Etapas del desarrollo del polen. En la imagen se muestra el 

desarrollo de la formación de la antera y el grano de polen. A) Desarrollo de la 

Antera, tomado de Reptantia (https://portfolio.reptantia.com/) basado en (1).B) 

Desarrollo del grano de polen. Este proceso se encuentra descrito 

detalladamente en el texto. Figura tomada de Ana Rocío Sede (34). 

 

https://portfolio.reptantia.com/
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Una vez maduros los granos de polen se liberan al medio donde el viento o los 

polinizadores los transportaran a un estigma receptivo de una flor, donde se 

liberarán los núcleos de su interior y mediante la formación del tubo polínico 

llegaran a fecundar la célula huevo para dar proceso a la embriogénesis que 

culminara con la formación de un embrión. 

 

1.12.- Desarrollo de un embrión vegetal 

La embriogénesis es el primer proceso en la formación de la semilla, el segundo 

proceso consiste en el desarrollo de las estructuras de la semilla (1). Una vez 

formado el cigoto por la fertilización de una célula huevo mediante la fusión de su 

núcleo con el núcleo de un grano de polen, el primer paso que inicia la 

embriogénesis es la primera división del cigoto esta división es asimétrica y 

transversal con respecto al eje longitudinal del cigoto, esta división es un paso 

esencial en la formación del embrión ya que permite el establecimiento de la 

polaridad de este, el resultado de esta división es una célula pequeña en la parte 

superior que dará origen al embrión y una célula basal larga en el polo inferior que 

dará lugar al suspensor. Después la célula apical se divide transversalmente y 

produce una estructura conocida como preembrión de tres células, en una 

siguiente división se produce un preembrión de cuatro células, a partir de este 

punto el conjunto de células tendrá varios ciclos de divisiones ordenadas creando 

una masa de células indiferenciadas con forma esférica que es denominada como 

un embrión verdadero (1,33). En el estadio globular, denominado así por la forma 

de esfera se establece la polaridad radial del embrión que permitirá la localización  

de los diferentes tejidos en un arreglo concéntrico. En esta etapa, también se 

origina el protodermo  que dará lugar a la epidermis, donde se establece mediante 

divisiones  periclinales (paralelas a la superficie) en las células externas del 

embrión. Otros tejidos que se fundan durante esta etapa son el meristemo 

fundamental y procambium, esto se logra mediante divisiones verticales dentro del 

embrión. La siguiente etapa en la embriogénesis es el estadio de corazón, este 

estado se caracteriza por el inicio de la formación de los cotiledones durante o 
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después de la aparición de  procambium, en plantas dicotiledóneas la forma que 

adquiere el embrión es de dos lóbulos que asemejan a un corazón, en el caso de 

las plantas monocotiledóneas la forma que adquiere el embrión es cilíndrica(1,33).  

Después de la formación de los cotiledones se puede apreciar el patrón apical-

basal que se compone por el SAM en la parte superior, por debajo de este se 

encuentran los cotiledones, luego sigue el hipocótilo, la raíz embrionaria y 

finalmente en el extremo opuesto el RAM,   El siguiente estadio es el de torpedo, 

este se caracteriza por el alargamiento de los cotiledones y el eje, durante esta 

etapa de alargamiento algunos embriones pueden curvarse. Cabe destacar que 

paralelamente al proceso de embriogénesis ocurre la formación del endospermo 

que se origina debido a la fusión del otro núcleo del grano de polen con los 

núcleos polares a este proceso se le conoce como doble fecundación, el resultado 

de esta segunda fertilización da origen al endospermo que es un tejido triploide, el 

cual sirve como fuente de alimento para el embrión durante su desarrollo(1,33). 

Cabe mencionar que a diferencia de la embriogénesis cigótica en la 

embriogénesis somática y gamética no hay una doble fecundación y la formación 

de las estructuras de la semilla. Para la inducción de la embriogénesis de forma 

artificial, es necesario someter a las células a estrés por altas o bajas 

temperaturas, y colocarlas en un medio con hormonas vegetales para inducir al 

proceso de embriogénesis. 

 

1.13.- El uso de hormonas vegetales en la inducción de la 

embriogénesis 

El uso de hormonas vegetales sintéticas que tienen la capacidad de modular la 

embriogénesis gamética mediante cambios en la señalización de la expresión 

genética, influencian el desarrollo y el metabolismo celular, y tienen un importante 

papel en los procesos de aclimatación y respuesta al estrés (35). Se ha 

demostrado que la aplicación de auxinas exógenas promueve la división celular en 

cultivos de tejidos y células vegetales, los tipos de hormonas vegetales sintéticas 

más usadas para inducir la embriogénesis son el ácido 1-naftaleno acético (ANA), 
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y el ácido 2,4-diclorofenoxiacético (2,4-D) (35). Otra hormona que se usa 

frecuentemente en combinación con las auxinas para la inducción de la 

embriogénesis son las citocininas, como la 6-bencilaminopurina (6-BAP), que es 

una citocinina sintética. Se ha demostrado que las citocininas promueven la 

proliferación celular en brotes y en callos (35). 
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2.- Antecedentes 

 

El proceso de androgénesis como ya se mencionó es uno de los tipos de 

embriogénesis gamética más utilizado para la obtención de PH, una de las 

características principales de este método es la gran variabilidad que se obtiene 

en las PH y ha sido ampliamente usada en diferentes especies que se describen a 

continuación. 

La técnica de androgénesis se ha aplicado principalmente en cultivo de cereales  y 

granos, uno de estos cultivos es el arroz (Oryza sativa L.), uno de los más 

importantes en el mundo, en el trabajo de Rukmini y colaboradores describen que 

la androgénesis en este cultivo se puede llevar a cabo cultivando anteras de arroz 

en medio N6 suplementado con 30 mg/L de maltosa,  8 gr/L de agar y 100 mg/L 

de mio- inositol en combinación con las hormonas 2,4-D   2 mg/L  y 0.5 mg/L de 

kinetina (KIN). Las anteras se cultivaron en la oscuridad y se observó la formación 

de callos entre la tercera y cuarta  semana después de la inoculación en el medio 

(36).  

La cebada (Hordeum vulgare L.) ha sido otro cultivo en donde la androgénesis ha 

sido utilizada, en la investigación de  Echavarri y Cistue el uso de esta técnica 

añadiendo dimetilsulfóxido (DMSO) como pretratamiento dio resultados positivos, 

el cual consistió en plaquear anteras de cebada en medio sólido suplementado 

con DMSO 1%, manitol 0.7 M y 40 mM de cloruro de calcio durante 4 días a 24 °C 

en oscuridad, luego del pretratamiento las anteras se colocaron en medio FHG 

líquido  suplementado con 200 g/L de ficoll tipo 400 (37).  

Seldimirova y coautores buscaron saber el papel de la concentración de auxina 

exógena en la embriogénesis gamética en el trigo (Triticum aestivum). El cultivo 

partió de anteras las cuales se plaquearon sobre medio nutrimental de papa II 

sólido suplementado con 0.2 mg/L KIN y diferentes concentraciones de  2,4-D de 0 

– 2.5 mg/L aumentado en rangos de 0.5 mg. Los resultados de este trabajo 

mostraron que la combinación óptima de hormonas para la androgénesis en trigo 
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es 0.2 mg/L KIN y  0.5 mg/L de  2,4-D, además, conforme se aumenta la 

concentración de auxinas  el proceso se ve afectado negativamente (38). 

El método de androgénesis también se ha utilizado para el desarrollo de PH en 

diferentes especies de cultivos de hortalizas, por ejemplo, el pepino (Cucumis 

sativus L.) que pertenece a la familia de las cucurbitáceas, en el trabajo de Reza y 

colaboradores llevaron a cabo la técnica de androgénesis sembrando  anteras 

sobre medio MS suplementado con 2,4-D 2.26 µM, 6-BAP 4.44 µM,  KIN 4.64 µM 

y solidificado con 7 gr/L de agar, las anteras fueron cultivadas en una cámara con 

fotoperiodo 16/8 a 25°C y  la aparición de callos se observó luego de un mes (39). 

En chile (Capsicum annuum L.) la androgénesis puede llevarse a término 

mediante el cultivo de anteras, en el trabajo de Vivek y coautores se llevó a cabo 

en medio MS 1X sólido suplementado con nitrato de plata 15 gr/L, 100 mg/L de 

sacarosa y 0.5 o 1 mg de zeatina (ZTN) en combinación con 0.2 mg/L de 2,4-D, 

además, las anteras fueron sometidas a un tratamiento de estrés por 

temperaturas, cultivándolas durante 7 días en oscuridad a 35°C, lo cual aumento 

la tasa de formación de callos hasta en un 80 % (40). 

La androgénesis también ha sido aplicada a especies de frutales, principalmente a 

los cítricos,  un caso es el de la especie Citrus clementina Hort. ex Tan. un hibrido 

cítrico resultante de la cruza entre la mandarina y la naranja agria en donde  la 

investigación de Germanà y  Chiancone encontraron que el proceso de 

androgénesis se puede llevar a término mediante el cultivo de anteras en medio 

N6 sólido suplementado con  vitaminas “Nitsch and Nitsch”, lactosa 18 gr/L, 

galactosa 9 gr/L, agua de coco al 5%, caseína 500 mg/L, L- glutamina 200 mg/L, 

biotina 0.5 mg/L y  ácido ascórbico 500mg/L en combinación con 0.1 mg/L de 

thidiazurón (TDZ), la formación de callos se observó durante el segundo y tercer 

mes de cultivo (41). 

La papaya (Vasconcellea pubescens) es otra especie de cultivo en donde se ha 

aplicado la TDH, en el trabajo realizado por Chong-Pérez y colaboradores se 

encontraron que el cultivo de anteras en medio MS 1X suplementado con 20 gr/L 

de sacarosa, 7.5 gr/L de agar en  combinación de 0.54 μM de ANA y 22.66 μM  de 
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2,4-D inducen una alta tasa de formación de callos (14% aproximadamente), 

mientras que la regeneración vía organogénesis se llevó a cabo en medio MS 1X 

suplementado con maltosa y en combinación con 8.88 μM 6-BAP, 5.71 μM ácido 

indol acético (AIA) y 2.28 μM ZTN (42). 

En los últimos años el uso de la técnica de androgénesis para la obtención de 

PDH se ha empleado en plantas de interés ornamental una de ellas es el girasol 

(Helianthus annuus L.) , en el trabajo de Saji y Sujatha se encontró que el cultivo 

de anteras en medio MS 1X sólido suplementado con sacarosa al 3% (p/V) y en 

combinación de 2.0 mg/L de ANA y  1.0 mg/L de  6-BAP produce la embriogénesis 

gamética. En este trabajo se realizó  un pretratamiento antes de la inducción que 

consistió en almacenar las anteras a 4°C durante algunos días, la formación de 

callos se observó entre el tercer y quinto día posterior a la inoculación de las 

anteras (43). 

Otra especie en donde se ha utilizado la androgénesis para la obtención de PH es 

la prímula bebé (Primula forbesii Franch.) en la investigación de Jia y coautores  

demostraron que el cultivo de anteras sobre medio MS 1X suplementado con 

sacarosa 30 gr/L  y en combinación con 1mg/L de 6-BAP y 0.5 mg/L de 2,4-D 

fueron las concentraciones óptimas para la inducción a la formación de callos (44). 

Estudios sobre embriogénesis gamética en E. pulcherrima no se han realizado 

hasta ahora, pero si en otras especies de Euphorbiaceae como Jatropha curcas 

L., en donde se descubrió que, para inducir micro esporas de esta planta a la 

embriogénesis, se necesita un medio suplementado con  2,4-D a 2.0 mg/L y KIN a 

0.1 mg/L (45). Mientras que para Echeveria o especies cercanas a ellas no se ha 

descrito ningún protocolo de androgénesis. 
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3.- Justificación 

 

La androgénesis es un tipo de embriogénesis gamética que ha sido exitosamente 

utilizada en distintas especies vegetales para la generación de nuevas variedades, 

reduciendo significativamente el costo económico y el tiempo invertido comparado 

con métodos tradicionales.  Sin embargo, la androgénesis requiere de un 

protocolo específico para cada especie vegetal. Siendo Echeveria y E. pulcherrima 

especies vegetales ampliamente comercializadas en México y en el mundo, la 

elaboración de protocolos específicos de androgénesis para estas especies 

permitirá la selección acelerada de nuevas variedades a partir de las especies 

nativas, favoreciendo la producción y comercialización de estas especies 

ornamentales y al mismo tiempo protegiéndolas de la depredación en sus hábitats 

naturales.  

 

 

4.- Hipótesis 

 

Es posible el establecimiento de protocolos para la inducción de embriogénesis 

gamética mediante androgénesis a partir de anteras y microesporas de Echeveria 

y E. pulcherrima. 
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5.- Objetivos 

 

5.1.- Objetivo general 

 

Establecer las condiciones de cultivo in vitro de anteras y microesporas de 

Echeveria y E. pulcherrima para la inducción de la embriogénesis gamética. 

 

5.2.- Objetivos particulares 

 

-Determinar el estado de desarrollo  de los capullos florales de Echeveria (cfE) y 

los ciatos de E. pulcherrima  (cEp). para la extracción de anteras que contengan 

células haploides. 

-Establecer las condiciones adecuadas para la inducción de la embriogénesis 

gamética por cultivo in vitro de anteras y microesporas de Echeveria y E. 

pulcherrima. 
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6.- Metodología 

 

6.1.- Condiciones de cultivo de las plantas parentales de 

Echeveria 

 

Para este trabajo se seleccionaron 4 variedades de Echeveria de las cuales 3 son 

nativas de México: Echeveria caamanoi (E. caamanoi), Echeveria caribbean blue 

(E. caribbean blue) y Echeveria diffractens (E. diffractens); la última variedad fue 

Echeveria compressicaulis (E. compressicaulis), originaria de Venezuela. Estas 

variedades fueron cultivadas en condiciones de invernadero en las instalaciones 

de la empresa Aztech Growers con un sustrato de tepojal, tierra negra y composta, 

en una proporción 3:2:1. Las plantas se regaron a saturación una vez por semana 

(13). 

 

6.2.- Condiciones de cultivo de las plantas parentales de E. 

pulcherrima 

 

En este trabajo se utilizaron 5 variedades creadas en el Instituto Nacional de 

Investigaciones Forestales Agrícolas y Pecuarias (INIFAP), mediante la 

colaboración con el Consejo Estatal de Productores de Ornamentales de Morelos 

A.C. (Cepomac). Las variedades están registradas en el Catálogo Nacional de 

Variedades Vegetales (CNVV) bajo los nombres de Beatriz, Juanita, Leticia, 

Victoria y Ximena, y 2 variedades comerciales nombradas Festival y One Red.  

El cultivo de las plantas parentales se realizó en condiciones de invernadero en las 

instalaciones de la empresa Aztech Growers. Se obtuvieron 12 esquejes de 5 a 7 

nodos de E. pulcherrima por variedad, que se plantaron en macetas de plástico de 

2.5 pulgadas con el sustrato comercial de la marca Floraplant. Las macetas se 

colocaron bajo un nebulizador programado, para ser rociadas cada 10 min durante 

10 s en la primera semana. En la segunda semana de cultivo, las plantas se 
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rociaron cada 15 min, en la tercera, cada 20 min y en la cuarta cada 30 min. Las 

plantas fueron regadas cada semana durante un mes con una solución de RADIX 

T3000 a una concentración de 4 mL/L (compuesto activo ácido indol butírico). 

Después de un mes, las plantas establecidas se trasplantaron a macetas de 4 

pulgadas, intentando no dañar el sistema radicular. Posterior al trasplante se 

realizó un riego abundante, y a partir de este punto los riegos se realizaron cada 3 

días. Tres semanas después, con la ayuda de un cúter se podó el ápice de la 

planta para promover su ramificación.  

 

 

Figura 6. Diagrama de trabajo para E. pulcherrima. En el esquema se ilustra 

el flujo de trabajo en las plantas parentales de E. pulcherrima. Creado en 

BioRender: https://app.biorender.com 

 

 

https://app.biorender.com/
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Como se mencionó anteriormente, E. pulcherrima tiende a inducir su floración 

cuando los días son más cortos que la noche (condición a la que se le conoce 

como fotoperiodo corto) (21). Por ello, se procedió a crear condiciones artificiales 

de oscuridad armando una estructura metálica sobre las plantas y colocando 

encima una lona de plástico negro por un lado y blanco por el otro se utilizó este 

tipo de lona para evitar la exposición a la luz blanca de las lámparas de la calle  

(Figura 6). La lona se colocaba a las 19:00 h y se retiraba a las 9:00 h todos los 

días durante 8 semanas. La temperatura del invernadero donde se cultivaron las 

plantas fue de 25 °C. Este ciclo de cultivo se realizó varias veces con una 

diferencia de 7 semanas entre cada repetición, como esquejes se usaron los 

ápices podados de las plantas que se habían trasplantado  a las macetas de 4 

pulgadas.  

 

6.3.- Caracterización del desarrollo del grano de polen basado en 

el tamaño del capullo floral de Echeveria (cfE) y el ciato de E. 

pulcherrima (cEp)  

 

Para relacionar el estadio de desarrollo del grano de polen con el tamaño del 

crecimiento del capullo floral en ambas especies, se colectaron las inflorescencias 

de las plantas parentales. Para elegir las varas florales de Echeveria se tomó en 

cuenta el primer botón floral basal a la roseta de la planta, que presentaba una 

coloración totalmente rosa salmón. Para E. pulcherrima  se seleccionaron las 

cabezuelas que tenían el ciato central con las anteras expuestas. Luego de la 

colecta se separaron los cfE y los cEp, se clasificaron por su posición jerárquica 

en la inflorescencia (Figura 7 A y B) (Figura 8 A y B) para ambas especies.  Debido  

al desarrollo heterogéneo que presentan las inflorescencias en ambas especies se 

decidió trabajar por intervalos de tamaño, para poder medir los  cfE y los cEp se 

fotografiaron junto con una escala para hacer la medición del ancho de los cfE y 

los cEp en el programa imageJ  
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Para relacionar el tamaño del ancho del capullo con el desarrollo del grano de 

polen una vez clasificados los capullos por intervalos se seleccionaron 5 capullos 

al azar de cada intervalo  y se extirparon las anteras con la ayuda de un 

microscopio estereoscópico y agujas de insulina. Las anteras se colocaron en un 

tubo eppendorf de 1.5 mL con 250 µL de la solución de fijación, que contiene 

etanol al 96% y ácido acético glacial en una proporción 3:1. Las anteras se 

incubaron durante toda la noche a 4°C en esta solución. Posteriormente, se retiró 

la solución de fijación, y el tejido se dejó secar durante 5 min, tras lo cual se 

agregaron 250 µL de etanol al 70%. La muestra se incubó durante 1 h a 

temperatura ambiente; se retiró el etanol y se reemplazó por etanol al 50% durante 

una hora más. Tras retirar el etanol, el tejido se secó durante 10 min y se colocó 

en la solución de tinción, que contenía  50 mM de PBS pH 7.0, Triton X-100 al 

0.1% y 4 ',6-diamidino-2-fenilindol (DAPI) 1 µg/mL. El material biológico se incubó 

por 1 h a temperatura ambiente en completa oscuridad (46).  

Posteriormente, se colocó una muestra en un portaobjetos y se observó bajo un 

microscopio confocal “Nikon ECLIPSE Ti” con un objetivo 40 X a una longitud de 

onda de 365 nm. Este proceso se realizó por triplicado para todos los intervalos de 

tamaños de ambas especies, el tamaño de ancho de los cfE y cEp que se 

eligieron fueron aquellos que contenían anteras con células haploides (28). 

 

6.4.- Esterilización de los cfE  y los cEp 

 

Una vez recolectados los cfE  y los cEp que tenían el tamaño adecuado, se 

procedió a realizar una esterilización superficial, que consistió en colocar a los cfE  

y los cEp en un frasco con tapa cubiertos con una solución de Hy-clean al 10% 

durante 10 min a 150 rpm. Posteriormente se realizaron 2 lavados con H2O 

destilada estéril (H2Ode) cada uno de 10 min a 150 rpm, luego se sumergieron en 

una solución de Carbendazim con una concentración final al 2% de la marca 

comercial “Prozycar 50%” durante 30 min a 150 rpm. Se hicieron 2 lavados más 

con H2Ode cada uno de 10 min a 150 rpm  para eliminar restos del fungicida. Los 
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cfE  y los cEp se transfirieron a etanol al 70% durante 1min, y se agitaron 

suavemente con la mano. Los cfE  y los cEp se colocaron en una solución de 

hipoclorito de sodio (NaClO) de la marca comercial “Cloralex” al 20%, Tween-20 al 

0.1% durante 30 min a 150 rpm. Posteriormente, se realizaron 3 lavados con 

H2Ode, cada uno de 10 min a 150 rpm. Los cfE  y los cEp se secaron sobre un 

papel filtro estéril (42,44,47,48). Todo esto se realizó en una campana de flujo 

laminar para mantener un ambiente estéril. 

 

6.5.- Extracción de células haploides de los cfE  y los cEp 

 

Para extraer las anteras de Echeveria se tomaron los cfE que presentaban el 

tamaño adecuado, que contenían células haploides. Las anteras del interior del 

cfE. se dividieron en dos grupos de acuerdo con su tamaño, estas se extrajeron 

con ayuda de unas pinzas de disección y una navaja de bisturí. Se liberó el 

contenido de las anteras de Echeveria mediante la técnica de squash, utilizando 

distintos medios de aislamiento: manitol al 0.2 y 0.4 M, medio B (KCl 1.49 g/L, 

MgSO4·7H2O 0.129 g/L, CaCl2 0.11 g/L, KH2PO4 0.14 g/L, manitol 54.7 g/L, pH 

7.0), y MS 0.5 X pH 5.8. Para evitar la aglomeración de las células se utilizaron los 

medios mencionados anteriormente con agarosa al 0.01%, 0.1% y 0.2%. La 

solución que se obtuvo se filtró por una malla de 40 µm. Finalmente se realizó una 

tinción con yoduro de propidio (PI por sus siglas en inglés de propidium iodide) 10 

µg/ mL para determinar la viabilidad celular, y se cuantificó la concentración celular 

en una cámara de Neubauer. 

Para el aislamiento de microesporas de E. pulcherrima se colocaron los cEp que 

tenían el tamaño adecuado, que contenían en su interior tétradas en un tubo 

falcón de 50 mL y se agregaron 3 mL de medio B (cuya composición se describió 

en el párrafo anterior) (45). Los cEp se trituraron con la ayuda de una punta de 

micropipeta y el resultado se filtró 2 veces por una malla de 40 µm para descartar 

el tejido de mayor tamaño. La solución resultante se colocó sobre 10 mL de una 

solución de sacarosa al 65% p/p en un tubo falcón de 50 mL y la mezcla se 
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centrifugó a 1500 rpm durante 20 min a temperatura ambiente. Posteriormente, se 

descartó el sobrenadante y la pastilla se lavó 3 veces con 3 mL de medio B. 

Después de los lavados, la pastilla resultante se re-suspendió en 1 mL de medio B 

y se realizó la cuantificación de las microesporas en la cámara de Neubauer.  

 

6.6.- Inducción a la embriogénesis gamética de anteras de 

Echeveria 

 

En cajas Petri que contenían 12 mL de medio MS 1 X (Sigma Aldrich) 

suplementado con sacarosa 30 g/L, mio-inositol 0.1 g/L, y agar 7 g/L, pH 5.8, con 

distintas concentraciones de 2,4-D y de 6-BAP (Tabla 1), se colocaron 8 anteras 

grandes de Echeveria. Las cajas se sellaron con parafilmTM para evitar la pérdida 

de humedad. Las anteras se incubaron en oscuridad a 27°C durante cinco días, se 

transfirieron a 25 °C  y se monitorearon cada semana hasta la formación de callos 

o embriones. Este experimento se realizó tres veces de manera independiente. 

Cada experimento incluyó 2 réplicas técnicas (19,43,44,48). 

 

6.7.- Inducción a la embriogénesis gamética de tétradas de 

Echeveria 

 

Se aislaron tétradas de Echeveria siguiendo el protocolo antes descrito. Las 

tétradas se re-suspendieron en medio líquido MS 1 X (Sigma Aldrich) 

suplementado con sacarosa 30 g/L, mio-inositol 0.1 g/L, y agarosa 0.1%, pH 5.8. 

El medio se suplementó con una mezcla de antibióticos que contenía ampicilina 

(100 µg/mL), carbenicilina (100 µg/mL), y espectinomicina (100 µg/mL). Se 

inocularon 1000, 2000 y 3000 células sobre medio solido suplementado con 

diferentes concentraciones de 2,4-D y de 6-BAP (Tabla 1). Las cajas se sellaron 

con parafilmTM para evitar la pérdida de humedad. Las tétradas se incubaron en 

oscuridad durante 24 horas a 37°C, posteriormente se transfirieron a 25°C, y se 
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monitorearon cada semana hasta la formación de callos o embriones. Este 

experimento se realizó tres veces de manera independiente. Cada experimento 

incluyó 3 réplicas técnicas (19,43,44,48). 

 

Tabla 1. Concentraciones de hormonas vegetales utilizadas en los  medios 

de inducción para la embriogénesis 

MEDIO 

Echeveria E. pulcherrima 

PGRs (mg/L)  PGRs (mg/L) 

2,4-D 6-BAP 2,4-D 6-BAP 

MD-0 0 0 0 0 

MI-1 0.5 1 0.5 1 

MI-2 1 1 0.5 1.5 

MI-3 1 2 0.5 2 

MI-4 2 1 1 1 

MI-5 2 2 1 1.5 

MI-6 2 4 1 2 

 

 

6.8.- Organogénesis de los callos obtenidos de anteras de 

Echeveria 

 

Para llevar a cabo la organogénesis de los callos obtenidos a partir del cultivo de 

anteras, se transfirieron dos fragmentos de uno de los callos a un frasco de cultivo 

que contenía 30 mL de medio MS 1 X con 30 g/L de sacarosa y 7 g/L de agar, a 

pH 5.8, suplementado con diferentes concentraciones de la auxina ANA y de la 

citoquinina 6-BAP (Tabla 2). Los frascos se colocaron dentro de una cámara de 

crecimiento de la marca “PERCIVAL” a 25°C con un fotoperiodo de 16 / 8 h 

luz/oscuridad. Este experimento se realizó una vez y por cada medio se incluyeron 

tres  réplicas técnicas (44,47,48). Los callos se monitorearon cada 3 semanas 

hasta  que se observó la formación de brotes. 
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Tabla 2. Concentraciones de hormonas vegetales utilizadas en los  

Medios de diferenciación de callos de Echeveria 

MEDIO 
PGRs (mg/L) 

ANA 6-BAP 

MD-0 0 0 

MD-1 0.01 0 

MD-2 0.03 0 

MD-3 0.1 1 

MD-4 1 0.1 

 

 

6.9.- Uso de citometría de flujo para la identificación de callos 

haploides desarrollados a partir de anteras de Echeveria 

 

Para evaluar los niveles de ploidía de los callos obtenidos, se procedió a medir la 

cantidad de ADN mediante citometría de flujo, para lo cual se extrajeron los 

núcleos de las células de las hojas de las plantas parentales de los callos 

obtenidos de anteras y de las rosetas de Arabidopsis thaliana ecotipo col-0 (A. 

thaliana) que se utilizó como un estándar para calcular la cantidad de ADN. 

Para la extracción se procesaron 300 mg de hojas de E. caribbean blue, 50 mg de 

tejido de los callos y 150 mg de tejido de A. thaliana.  El tejido vegetal se fijó 

durante 4 horas en etanol al 70% (49),  y se transfirió a una de las soluciones de 

extracción de núcleos  que se probaron (Tabla 3). El tejido se trituró con una 

navaja de afeitar y se incubó a 4°C durante 5 min para las soluciones de Gaudin 

(50) y Mishra (51), y 20 min para las soluciones de Otto (49), y Palomino (52). 

Posteriormente, la mezcla se filtró por una membrana con un poro de 40 µm, y se 

centrifugó durante 5 min a 1700 rpm. Se descartó el sobrenadante y se colocaron 

200 µL de la solución de tinción que contenía PBS 100 mM, EDTA 10 mM y Triton 
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X-100 0.1%, pH 7.0 (53), suplementada con una concentración final de DAPI de 2 

µg/mL (54). Los núcleos se tiñeron durante 15 min en oscuridad a 4°C. 

Posteriormente, se concentraron por centrifugación, se descartó la solución de 

tinción, se lavó el precipitado con 200 µL de PBS 300 mM pH 7.0 y se dejó durante 

5 min a 4°C. Después se concentraron los núcleos por centrifugación y se 

descartó  el PBS, finalmente se re-suspendieron en 300 µL de PBS 300 mM pH 

7.0. Las muestras se analizaron en un citómetro de flujo de la marca BD 

FACSAria. 

 

Tabla 3. Soluciones de extracción de núcleos 

Solución: Componentes: 

Gaudin 2009 Tris-HCl 10 mM pH 7.0, espermidina 4 mM, espermina 1 

mM,  MgCl2 5 mM, Triton X-100 0.1% (50). 

Mishra 2017 Tris-HCl 200 mM, EDTA Na2.2H2O 2.5 mM, MgCl2.6H2O 4 

mM, metabisulfito de sodio 10 mM, NaCl 86 mM Triton X-

100 1.5% (v/v), polivinilpirrolidona 2% (p/v) pH 7.5, el pH se 

ajustó usando HCl 1 N (51). 

Otto 1990 Ácido cítrico 0.2 M, Tween-20 0.5% (49). 

Palomino 2021 Ácido cítrico 0.1 M, Tween-20 0.5% (52). 

 

6.10.- Estadística de los datos obtenidos 

 

Para el análisis estadístico de los resultados obtenidos de los diferentes 

experimentos se realizó un análisis de ANOVA de una sola vía y una prueba de 

Tukey  para encontrar diferencias significativas entre los diferentes tratamientos 

utilizados en cada experimento  (55).  

  



40 
 

 

7.- Resultados 

 

7.1.- Análisis de la relación entre el estado de desarrollo del polen 

y el tamaño de los cfE y los cEp 

 

Para producir PDH es necesario iniciar un cultivo a partir de células haploides, 

para esto se requiere identificar las etapas del desarrollo del grano de polen y 

relacionarlo con alguna característica cualitativa del capullo floral, en nuestro 

trabajo se decidió relacionar el tamaño de los cfE y los cEp. Debido  al desarrollo 

heterogéneo que presentan las inflorescencias (Figura 7-B y 8-B) en ambas 

especies se decidió trabajar por intervalos de tamaño, para poder medir los  cfE y 

los cEp se clasificaron de acuerdo con su estado de desarrollo y se fotografiaron 

junto con una escala para hacer la medición del ancho de los cfE y los cEp en el 

programa imageJ (Figura 7-B y 8-B). La creación de los intervalos de tamaños fue 

con base a el valor más alto y bajo de los tamaños muestreados de los  cfE y los 

cEp. 
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Figura 7. Análisis del tamaño de los cfE. A) Tipo de inflorescencia en Echeveria 

y jerarquía de los capullos florales. B) Clasificación del cfE. de acuerdo con su 

estado de desarrollo, la flecha señala el tamaño adecuado de  cfE, la flecha de 

doble cabeza muestra cómo se midió el ancho del capullo floral. C) Se muestran el 

promedio del tamaño de los cfE para encontrar tétradas en las anteras de las 

variedades de Echeveria.  E. caribbean blue n= 25, E. caamanoi n=10, E. 

compressicaulis n=20 y E. diffractens n=10. Se realizó una prueba de ANOVA de 

una vía  y una prueba de Tukey con un α de 0.5 para el análisis estadístico. 

B) 

C) 

A) 
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El tamaño de los capullos florales de las distintas variedades de Echeveria en 

donde se localizaron tétradas se muestra en la (Figura 7-C). El análisis estadístico 

del tamaño de los cfE agrupa a las 4 especies de este trabajo en 3 grupos 

diferentes:  E. caamanoi, que tiene el bulbo floral de mayor tamaño con 4.5 mm,  

E. caribbean blue y E. compressicaulis, cuyo bulbo floral fluctúa entre 3.6-3.8 mm 

y  E. diffractens, que tiene el bulbo floral más pequeño con 2.5 mm. Considerando 

este estudio, decidimos que los intervalos de tamaño de bulbo floral aceptables 

para trabajar con cada variedad de Echeveria fueron: de 4.3 - 4.7 mm en E. 

caamanoi, de 3.2 - 4.5 mm en E. caribbean blue, de 3.1 - 4 mm  en  E. 

compressicaulis y, finalmente, de 2.1 – 2.8 mm en E. diffractens. 
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Figura 8. Análisis del Tamaño de los CEp. A) Tipo de inflorescencia de E. 

pulcherrima y jerarquía de los ciatos. B)Inflorescencia de E. pulcherrima, los 

números indican el estado de desarrollo de los ciatos y la flecha de doble cabeza 

muestra cómo se midió el ancho del ciato. C) Se muestra la media de los 

tamaños de los cEp. medidos en los cuales se puede encontrar anteras con 

tétradas en las variedades de E. pulcherrima. n=15. Se hizo un análisis de 

ANOVA de una vía y la prueba Tukey con un α de 0.5. 

A) B) 

C) 

1 2 
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Para las variedades de E. pulcherrima, el análisis estadístico del tamaño de los 

cEp agrupa a las siete variedades en cuatro grupos: el grupo de mayor tamaño se 

encuentra formado por E. pulcherrima One Red con 3.68 mm, el segundo grupo 

por E. pulcherrima Ximena con 3.26 mm, el tercer grupo se conforma por E. 

pulcherrima Juanita y Victoria, con 3.1 mm y Leticia con 3.12 mm; y el cuarto 

grupo conformado por E. pulcherrima Beatriz con 2.93 mm y Festival con 3.04 mm 

los cuales presentan el menor tamaño de ciato. Los tamaños de los cEp en donde 

se encontraron  tétradas se muestran en la (Figura 8 - C). Al igual que en las 

variedades de Echeveria se trabajó con intervalos de tamaño para las diferentes 

variedades:  el rango de E. pulcherrima Beatriz fue de 2.7 - 3.1 mm, E. pulcherrima 

Festival fue de 2.8 - 2.2mm, E. pulcherrima Juanita el rango se definió de 2.8 - 3.4 

mm, E. pulcherrima Leticia  y Victoria el rango fue de 3.00 - 3.3mm, E. pulcherrima 

One Red fue de 3.5 – 4 mm y  el tamaño de E. pulcherrima Ximena fue  3.2 - 3.4 

mm. 

De estos análisis se puede deducir que el desarrollo floral de las inflorescencias 

de Echeveria y de E. pulcherrima no son homogéneos entre la especie ni entre las 

variedades, esto se debe principalmente a la forma de cultivo de las plantas 

parentales en Echeveria y a la variabilidad genética en E. pulcherrima. 

 

7.2.- Tinción del material genético en el desarrollo del grano de 

polen en los cfE y los cEp 

 

Después del proceso de meiosis en el desarrollo del polen las tétradas resultantes 

continúan su desarrollo cada una de forma independiente para llegar a ser un 

grano de polen maduro, el cual se caracteriza por ser tri celular, esto se lleva a 

cabo luego de varios procesos de mitosis. Para el caso de la creación de plantas 

haploides es necesario trabajar con las células resultantes de la meiosis y aislarlas 

antes de que tengan el primer proceso de mitosis, por lo cual una vez identificados 

los tamaños de los cfE y los cEp, se extirparon las anteras de estos  y se tiñeron 
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con DAPI, un fluoróforo que se une al DNA, en donde se intercala con la timina, 

esto se hizo para tratar de identificar el tamaño del ancho del capullo floral donde 

había células haploides. en cuál de los tamaños teníamos células haploides. 

 

En la Figura 9 se muestran los resultados de la tinción con DAPI de los gametos 

masculinos de E. pulcherrima, como se puede observar en el panel (9-1A-C), no 

se logró teñir el ADN en los granos de polen maduro y el colorante se quedó 

impregnado en la pared del grano, esto se debe a la anatomía del grano de polen 

que no permitió la internalización del DAPI. En el panel (9-2A-C) podemos 

observar varios estados del desarrollo del polen de E. pulcherrima, además, se 

pueden observar tétradas de E. pulcherrima en las que tampoco se tiñó el ADN. 

Finalmente, en el panel (9-3A-C) se observa a las células madre del polen, las 

cuales están en un proceso de meiosis I y en la imagen (9-3B) se aprecia la 

distribución del material genético en dos nuevos núcleos. 
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Figura 9. Tinción con DAPI de los gametos masculinos de E. pulcherrima. En la 

imagen se pueden ver distintas etapas de desarrollo del polen. A) Imágenes de los 

diferentes estados de desarrollo del polen de E. pulcherrima poner qué estados son 1, 

2 (señalar con una flecha a las tétradas) y 3 . B) Tinción con DAPI, imágenes tomadas 

cuando se excita a una longitud de onda de 365 nm en células teñidas con DAPI. C) 

Superposición de las imágenes de la columna A y B. Imágenes tomadas con un 

microscopio confocal “Nikon ECLIPSE Ti” con un objetivo 40 X. 
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No se pudo teñir el núcleo de las células haploides resultantes del proceso de 

meiosis  debido a que el DAPI no permeabilizó dentro de las tétradas y del grano 

de polen ya que se mantuvo en la periferia de la pared. Por esta razón, decidimos 

trabajar con las tétradas aisladas, que son células haploides que cumplen con las 

características para reproducir PH. 

 

7.3.- Estimación del tamaño de las tétradas de Echeveria y E. 

pulcherrima 

Se tomaron anteras al azar y se liberó su contenido sobre un portaobjetos, se 

colocó un cubreobjetos y la muestra se observó en un microscopio invertido, se 

midieron 10 tétradas al azar, este proceso se repitió 5 veces.  La finalidad de 

estimar el tamaño de las tétradas de ambas especies fue para utilizar un tamiz con 

el tamaño de poro adecuado que permitiera enriquecer a la población celular de 

interés y a la vez, eliminar los restos de tejido. En la (Figura 10) se observa que 

tanto Echeveria como E. pulcherrima desarrollan tétradas de tamaño similar; las 

tétradas de las variedades E. caamanoi, E. compressicaulis y E. diffractens se 

encuentran entre los 30.5 y 32.2 µm. Dentro de este grupo destacan las tétradas 

de la variedad de E. caribbean blue que son más grandes, con un tamaño 

promedio que alcanza las 36 µm (Figura 10-A). En el caso de las tétradas de las 

variedades de E. pulcherrima, 6 de las 7 variedades desarrollan tétradas en un 

rango de 30 a 32.5 µm, mientras que la variedad de E. pulcherrima Victoria 

sobresale por desarrollar tétradas más pequeñas, de alrededor de 28.7 µm (Figura 

10-B). 

Por lo anterior, para el enriquecimiento de la preparación de tétradas de ambas 

especies se decidió utilizar un filtro con un poro de 40 µm. 
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Figura 10. Tamaño de las tétradas de Echeveria y E. pulcherrima. A) La 

gráfica muestra el tamaño promedio de las tétradas de las variedades de 

Echeveria que se incluyeron en este trabajo. B) La gráfica muestra el tamaño 

promedio de las tétradas de las variedades de Euphorbia. Se hizo un análisis de 

ANOVA de una vía y la prueba Tukey con un α de 0.5,n= 50.  
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Debido a la desincronización de la floración de E. compressicaulis  esta variedad 

se descartó para los siguientes análisis, al igual que E. caamanoi, E. diffractens  

las variedades de E. pulcherrima  se descartaron dado a la  baja cantidad de 

plantas parentales con las que se contaba, por lo que en los siguientes 

experimentos se utilizó únicamente la especie de  E. caribbean blue. 

 

7.4.- Cuantificación de la eficiencia de los medios para la 

extracción de tétradas de E. caribbean blue 

 

Para poder realizar el cultivo de células gaméticas es necesario primero aislar las 

células en un medio que permita la viabilidad celular .Se probaron cuatro medios 

de aislamiento para tétradas de E. caribbean blue, para liberar el contenido de la 

anteras se utilizó la técnica de squash que consiste en colocar las anteras sobre 

dos portaobjetos con un poco del medio de aislamiento y presionarlos ligeramente 

para liberar el contenido de las anteras; la mezcla resultante se pasó por un tamiz  

con un poro de 40 µm para dejar pasar solo las células de interés. Para evitar la 

aglomeración celular al momento de filtrar y mejorar la eficiencia de este proceso 

se utilizaron dos diferentes concentraciones de agarosa 0.1% y 0.2%. Para el 

análisis de este experimento se cuantificó la concentración celular antes y 

después del proceso de filtrado. 

En la Figura 11 se muestran los resultados del experimento, mediante el análisis 

de ANOVA de una vía entre las dos concentraciones de agarosa se encontró que 

existen diferencias significativas entre ambas concentraciones; un análisis de 

ANOVA de dos vías mostro que hay diferencias significativas (p<0.05) entre antes y 

después de filtrar para todos los medios utilizados. Finalmente, se realizó un 

análisis de correlación que mostró que la combinación de  agarosa  al 0.1% con 

los medios de manitol 0.2 M y manitol 0.4 M son los mejores medios para el 

aislamiento de tétradas de   E. caribbean blue. 
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Figura 11. Eficiencia de los medios de aislamientos de tétradas y con 

concentraciones de agarosa. Medios de aislamiento probados en combinación 

con dos concentraciones de agarosa al 0.2%.  y al 0.1 % . A= antes del filtrado y 

D= después del filtrado. El análisis estadístico incluyó una prueba de ANOVA de 

una vía para cada una de las concentraciones , una prueba de ANOVA de dos 

vías para todas las combinaciones utilizadas y una prueba de Tukey con un α de 

0.5. 

 

Después de analizar los resultados anteriores se decidió trabajar con la 

concentración de agarosa al 0.1% en combinación con los medios de manitol 0.2 

M y manitol 0.4 M, y realizar una prueba de viabilidad para ver la integridad de las 

tétradas en ambos medios. Para esta prueba se utilizó PI dado que se une al 

material genético y no es permeable en células vivas.  Los resultados se muestran 
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en la (Figura 12). En la (Figura 12 - C y D) que pertenecen al medio B y el medio 

MS 0.5 X, respectivamente,  se pueden observar células de color rojo intenso, lo 

que significa que ya no son viables, debido a que la membrana celular perdió su 

integridad y el PI logró internalizarse y unirse al ADN, mientras que en los medios 

de manitol 0.2 M y 0.4 M Figura (12- A y B), las tétradas se observan de un color 

rojo opaco, lo que se significa que son células viables ya que el PI no se 

internalizo en la célula, aunque en el medio de manitol 0.2 M la coloración es un 

poco más intensa que en el manitol 0.4 M. 

Después de analizar el resultado anterior se decidió trabajar con el medio manitol 

0.4 M y la concentración de agarosa de 0.1% para el aislamiento de tétradas de E. 

caribbean blue. 
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Figura 12. Prueba de viabilidad con IP en tétradas de E. caribbean blue. Se 

muestran los resultados de la prueba de viabilidad realizada con los 4 diferentes 

medios de aislamiento y agarosa al 0.1 % suplementados con IP 10 µg/ mL. A) 0.2 

M de manitol. B) 0.4 M de manitol. C) medio B y D) 0.5 X MS. Fotografías tomadas 

en un microscopio de fluorescencia a 112 X, a una longitud de onda 636 nm. 

 

Después de analizar el resultado anterior se eligió trabajar con el medio manitol 

0.4 M para aislar las tétradas. Se decidió bajar la concentración de agarosa de 

0.1% a 0.01% para evaluar si la eficiencia de aislamiento aumentaba aún más. 

Los resultados se muestran en la Figura 13, en donde se  observa el número de 

tétradas que se obtuvieron usando el medio de aislamiento manitol 0.4 M y 

agarosa al 0.01% al procesar 40 y 20 anteras, respectivamente. Observamos que 

A) 

D) C) 

B) 
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la eficiencia de aislamiento de tétradas íntegras aumenta considerablemente, por 

lo que se decidió utilizar estas condiciones  para la  extracción de las tétradas de 

E. caribbean blue. 

 
 

Figura 13. Aislamiento de tétradas íntegras de E. caribbean blue   

utilizando como medio 0.4 M de manitol y 0.01% de agarosa. En este 

ensayo, se utilizaron 20 y 40 anteras, respectivamente, de Echeveria caribbean 

blue  para obtener tétradas. Se realizó una prueba de ANOVA de una vía  y una 

prueba de Tukey con un α de 0.5. 

 

Finalmente, para poder aislar las tétradas se decidió utilizar  el medio manitol 0.4 

M en combinación con agarosa al 0.01% y  una vez liberadas las células de las 

anteras se realizó un proceso de filtración por un tamiz de 40 (micras). 
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7.5.- Inducción de callos a partir del cultivo de anteras de E. 

caribbean blue 

 

Para poder obtener callos o embriones haploides, las células uninucleadas 

aisladas y las anteras que contienen estas células se sembraron en medios de 

inducción que contienen diferentes combinaciones de auxinas y citocininas (Tabla 

1), para la versión en donde se utilizaron las células uninucleadas aisladas, se 

plaquearon 3 concentraciones 1000, 2000 y 3000 células, las células se dejaron 

en oscuridad total en una cámara de crecimiento a 25 °C. La otra versión de este 

experimento se hizo plaqueando 8 anteras por caja sobre los distintos medios de 

inducción (Tabla 1); las anteras se incubaron en oscuridad a 27°C durante cinco 

días y se transfirieron a una cámara de crecimiento a 25 °C en oscuridad total. 

Lamentablemente en los experimentos en donde se utilizaron las células haploides 

aisladas no se obtuvieron callos y hubo contaminación en varias cajas después de 

un mes de la siembra de las células. 

En las cajas en las que se sembraron las anteras se obtuvieron callos a partir de la 

primera semana después de la siembra. Para analizar la eficiencia de los medios 

se comparó el número de callos formados en los diferentes medios de inducción, 

los resultados de la Figura 14, muestran que la mayor cantidad de callos se forma 

en los medios 1 y 2, que contienen 0.5 y 1 mg/ml de auxina (2,4-D), 

respectivamente, y 1 mg/ml de citocinina (6-BAP). Con base en este análisis 

podemos concluir que estos son los mejores medios para inducir callos a partir de 

las anteras de Echeveria Caribbean blue.  

En donde el análisis estadístico mostró diferencias significativas entre el número 

de callos formados de  los medios M-1 y M-2 comparados con los otros medios, 

por lo cual las concentraciones adecuadas de la hormona auxina  2,4-D es de 0.5 

mg/mL y 1 mg/mL, y la concentración óptima de la hormona citocinina 6-BAP es 

de 1 mg/mL para la inducción a la embriogénesis gamética a partir de anteras de 

E. caribbean blue. 
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Figura 14. Formación de callos a partir de anteras de E. caribbean blue. Se 

muestra  el número de callos obtenidos por caja en los medios de inducción 

utilizados.  Los datos  se analizaron una prueba de ANOVA de una vía y la 

prueba Tukey con un α de 0.5, n=48 anteras 

 

El periodo de incubación a 27°C durante 5 días facilitó la deshidratación de la 

pared externa de la antera y del filamento (Figura 15-A). Tras 3 a 4 días a 25 °C, 

algunas de las anteras empezaron a expulsar su contenido (Figura 15-B), mientras 

que otras se empezaron a hinchar hasta que expusieron su material interno 

(Figura 15-C). Las anteras se monitorearon durante un mes, cada semana se 

observaban como crecían los callos y si había algún cambio de coloración o 

textura. 

A lo largo del primer mes de cultivo se observó la formación y el crecimiento de los 

callos. En cuanto a su fenotipo, algunos eran traslúcidos (Figura 15-D y E), 

mientras que otros presentaban tonalidades entre verde y amarillo (Figura 15-F). 

Al término del mes, algunos callos empezaron a desarrollar estructuras 

diferenciadas, pelos principalmente, en los medios en donde la concentración de 

auxinas era mayor (Figura 15-H), mientras que otros empezaron a formar 
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estructuras circulares de color verde intenso (Figura 15-G) y otros adquirieron un 

color café (Figura 15-I). Cabe mencionar que algunos de los callos detuvieron su 

crecimiento de manera temprana (Figura 14 D y G), por lo cual no son viables para 

seguir multiplicándolos y poder tener el suficiente tejido para los experimentos de 

diferenciación. 

 

   

   

   

 

Figura 15. Desarrollo de callos a partir de anteras de E. caribbean blue. A) 

Antera luego de incubarse 5 días a 27°C. B) Antera liberando su contenido. C) 

callo rompiendo la pared de la antera. D) Callo con apariencia opaca. E) callo 

traslúcido. F) callo verde-amarillento. G) Formación de estructura circular de color 

verde. H) Formación de estructuras diferenciadas, pelos. I) Callo pardo después 

de un mes de cultivo. A-C imágenes tomadas 10 días después de la siembra, D-I 

callos con 2 meses de edad. Barra de escala es igual a 1mm. 

 

A) B) C) 

D) E) F) 

H) G) I) 
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7.6.- Diferenciación de los callos de E. caribbean blue 

En la obtención de PH por el método de androgénesis pueden suceder dos 

eventos durante el proceso de inducción a la embriogénesis, las células pueden 

inducirse directamente a proceso de embriogénesis o a la formación de callos. En 

este trabajo nosotros obtuvimos callos,  para obtener plantas es necesario llevar a 

cabo un proceso de diferenciación de estos. Para esto se colocaron 2 fragmentos 

de callos sobre medios con  varias combinaciones de concentraciones de 

hormonas vegetales sintéticas que se muestran en la (Tabla 2), los fragmentos se 

cultivaron a 25 °C en una cámara de crecimiento con fotoperiodo 16/8, y se 

monitorearon por 12 semanas. 

Tabla 2. Concentraciones de hormonas vegetales utilizadas en los  

Medios de diferenciación de callos de Echeveria 

MEDIO 
PGRs (mg/L) 

ANA 6-BAP 

MD-0 0 0 

MD-1 0.01 0 

MD-2 0.03 0 

MD-3 0.1 1 

MD-4 1 0.1 

 

Después de las tres primeras semanas de cultivo de los callos en los medios de 

diferenciación, se observó un aumento de tamaño del callo en el medio MD-4 

(Tabla 2) (Figura 16-A y B), mientras que en los otros medios no se observó 

ningún cambio. A las seis semanas de cultivo se notaron los primeros signos de 

diferenciación en el medio MD-3 (Tabla 3) (Figura 16-4A y 4B), donde hubo un 

cambio de coloración de blanco a verde en una porción del callo (Figura 16-4B), 

además de un pequeño aumento de tamaño antes de empezar el cambio de 

coloración. 
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En el medio MD-4 (Tabla 3) (Figura 16-A y B) también se observaron señales de 

diferenciación, en la cual los callos desarrollaron estructuras de pelos en toda la 

superficie (Figura 16-B) y un evidente aumento de tamaño, en la zona que se 

encuentra en contacto con el medio se empezó a observar un cambio de color de 

blanco a verde, cabe destacar que hasta ese momento no se observaron brotes 

en ninguno de los dos medios MD-3 y MD-4. En los medios restantes MD-0, MD-1 

y MD-2 no se observó ningún cambio. 

Luego de 12 semanas en el medio MD-3 se lograron observar las primeras 

plántulas en 2 de las 3 réplicas técnicas, mientras que en el medio MD-4  los 

callos siguieron aumentando de tamaño y produciendo pelos, en las zonas que se 

comenzaron a diferenciar no se  logra  distinguir la formación de embriones o 

plántulas debido a que están embebidas en el medio y en los medios restantes no 

se notó ningún cambio hasta el momento. Las plántulas se dejaron crecer dos 

semanas más, desafortunadamente a causa de un fallo en el equipo en donde se 

cultivaban  se perdieron. 

 

 

 A B 

1 
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Figura 16. Diferenciación de los callos de E. caribbean blue. Se muestran la 

diferenciación de los callos de Echeveria en los diferentes medios propuestos 

(Tabla 3). A) Se muestra el cultivo in vitro de los callos. en la columna. B) Se 

muestra con más detalle las diferentes morfologías durante la diferenciación. 

Las Fotos se tomaron 8 semanas después de la transferencia a los medios.  

 

 

7.7.- Estandarización de la extracción de núcleos de E. caribbean 

blue 

 

Una vez obtenidos los callos o embriones es necesario comprobar los niveles de 

ploidia de estos, para este proceso se utilizan varias técnicas como el cariotipado 

o la citometría de flujo, esta última es la que se utilizó en este trabajo para 

identificar a los organismos haploides. Luego de obtener callos desarrollados a 

partir de las anteras de E. caribbean blue que contenían tétradas en su interior, se 

cuantificaron los niveles de ploidia para asegurar que éstos se desarrollaron a 

partir de células haploides. Primero se obtuvo el  tamaño promedio de las células 

que formaban los callos, dichas células miden 123.2 µm. 
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Figura 17. Obtención de núcleos en E. caribbean blue para la 

cuantificación de ADN. Se muestra la cuantificación de los núcleos extraídos 

por las diferentes soluciones de extracción. En cada preparación se digirieron 

150 mg de tejido de hoja de E. caribbean blue . Los datos  se analizaron una 

prueba de ANOVA de una vía y la prueba Tukey con un α de 0.5. 

 

Una vez determinado el tamaño de las células de los callos, se probaron cuatro 

soluciones de extracción de núcleos; la solución de Gaudin fue utilizada para la 

extracción de núcleo de A. thaliana, además esta especie se utilizó como estándar 

para saber la cantidad de ADN de Echeveria, la solución de Mishra que fue 

utilizada en el aislamiento de núcleos de la especie Camellia assamica ssp. 
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lasiocalyx, la solución de Otto que se utilizó para la extracción de núcleos en tejido 

animal y la solución de Palomino que se utilizó para la extracción de núcleos de 23 

especies de Echeveria. Para aislar los núcleos de Echeveria se pesaron 150 mg 

de tejido y se colocaron en las soluciones de extracción de núcleos ya 

mencionadas, luego se trituró el tejido con ayuda de una navaja de afeitar y se 

dejó incubando a 4°C, el macerado se pasó por un tamiz de 40 µm, los núcleos se 

cuantificaron en una cámara de Neubauer, después se tiñeron con DAPI y se 

observaron al microscopio para determinar su integridad. 

Los resultados de las pruebas se muestran en la Figura 17. En todas ellas se 

digirieron 150 mg de tejido tomado de las hojas de Echeveria tras analizar los 

datos, determinamos que el uso de las soluciones Mishra y Otto permitió obtener 

un mayor número de núcleos. Este análisis se complementó con la visualización 

de la integridad de los núcleos extraídos mediante microscopía, en donde los 

núcleos se tiñeron con DAPI. Imágenes representativas se muestran en la Figura 

18. En esta figura se observa que, independientemente de la solución utilizada en 

el proceso de purificación, los núcleos  se encuentran íntegros. Sin embargo, con 

esta prueba nos percatamos que  se formaban agregados. En las soluciones de 

Gaudin y Otto (Figura  18-A y C) los agregados que se forman son de un tamaño 

mayor que los de Mishra y Palomino (Figura 18-B y C), además la solución de 

Palomino también presenta agregados, pero de menor tamaño. Por lo anterior, se 

eligió la solución de Mishra para el protocolo de enriquecimiento de núcleos, 

debido a que es la solución en donde detectamos un número menos de 

agregados, y la segunda solución en donde se obtiene una mayor cantidad de 

núcleos. 
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Figura 18. Integridad de los núcleos de E. caribbean blue. Se muestra la 

tinción de los núcleos extraídos con las diferentes soluciones de extracción, los 

núcleos se tiñeron con DAPI. A) Gaudin, B) Mishra, C) Otto, D) Palomino. 

 

 

7.8.- Estimación del contenido nuclear de E. caribbean blue 

 

Una vez estandarizado el método de extracción de núcleos de E. caribbean blue el 

siguiente paso para seleccionar los haploides es hacer el análisis de citometría de 

flujo de los núcleos extraídos para estimar el contenido de ADN de la variedad E. 

caribbean blue. Para esto es necesario compáralo con un estándar, por lo cual 

A) B) 

C) D) 



64 
 

como estándar para cuantificar el contenido nuclear se utilizó a la especie modelo 

A. thaliana. Se tomó tejido de las hojas de ambas especies por separado y 

duplicado, el tejido se colocó en la solución de extracción de núcleos de Mishra 

luego se trituró con una navaja de afeitar y los núcleos aislados de una muestra de 

cada especie  se tiñeron con DAPI para estimar su contenido nuclear, los núcleos 

de las muestras sin teñir de cada especie se utilizaron como control, todas las 

muestras  fueron analizadas por citometría de flujo. 

 
Figura 19. Cuantificación de los niveles de ploidia en E. caribbean blue. Se 

muestra la estimación de los niveles de ploidia de Echeveria (en la simbología 

E)., como estándar para saber el contenido de ADN se utilizaron núcleos de la 

especie de A. thaliana (en la simbología A), marcadas = teñidas.  

 

2C 

8C 

4C 
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En la (Figura 19) se muestran los resultados de la citometría de flujo de las 

muestras de ambas especies, en el histograma en el eje de las ordenadas se 

muestra el número de eventos, mientras que en el eje de las abscisas se muestra 

la fluorescencia relativa que es proporcional a la cantidad de DNA. El color azul 

pertenece a las muestras de A. thaliana y el color rojo corresponde a las muestras  

E. caribbean blue, donde el área bajo la curva sin rellenar indica la auto 

florescencia de los núcleos de las muestras sin teñir, mientras que el área bajo la 

curva con relleno pertenece a los núcleos  teñidos con DAPI. En el histograma se 

observan picos, cada uno de ellos pertenece a una población de núcleos.  

Los resultados de este experimento indican que la muestra de núcleos sin marcar 

de E. caribbean blue  es  homogénea y presenta poca auto florescencia, por lo 

que solo se ve una población, mientras que la muestra del estándar (A. thaliana) 

es  heterogénea por lo que presenta varias poblaciones y niveles de auto 

florescencia. Para la muestra de los núcleos teñidos de E. caribbean blue se 

observan claramente tres poblaciones bien definas que pueden pertenecer a tres 

niveles de ploidia,  la primera población pertenecería a núcleos de células 

diploides (2C), la segunda población a núcleos de las células que han duplicado 

su genoma  y por lo tanto son tetraploides (4C) y la tercera población más 

pequeña, pertenece a células que han tenido ciclos de endo replicación y por lo 

tanto son células octaploides (8C). En cambio, en la muestra de los núcleos 

teñidos de A. thaliana se pueden observar varias poblaciones de núcleos que 

tienen distintos niveles de ploidia, por lo cual no puede ser utilizado como estándar 

para saber los niveles de ploidia de E. caribbean blue. 
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7.9.- Protocolo de androgénesis  para E. caribbean blue obtenido 

en este trabajo. 

Materiales 

Soluciones:  

-Solución de esterilización 1: Hy-clean al 10%. 

-Solución de esterilización 2: Carbendazim al 2% de la marca comercial 

Prozycar 50%. 

-Solución de esterilización 3: hipoclorito de sodio (NaClO) de la marca 

comercial “Cloralex” al 20%, Tween-20 al 0.1% 

-Etanol al 70 %. 

Etanol al 70 %. (Ver nota 1) 

-Solución de extracción de núcleos: Tris-HCl 200 mM, EDTA Na2.2H2O 2.5 

mM, MgCl2.6H2O 4 mM, metabisulfito de sodio 10 mM, NaCl 86 mM Triton 

X-100 1.5% (v/v), polivinilpirrolidona 2% (p/v) pH 7.5, el pH se ajustó 

usando HCl 1 N. (Ver nota 1) 

-Solución control de tinción de núcleos : PBS 100 mM, EDTA 10 mM y Triton 

X-100 0.1% pH 7.0. (Ver nota 1) 

-Solución de tinción de núcleos : PBS 100 mM, EDTA 10 mM y Triton X-100 

0.1%, DAPI de 2 µg/mL pH 7.0. (Ver nota 1) 

- PBS 300 mM pH 7.0 (Ver nota 1) 

Nota 1: Las soluciones que se usaran para citometría de flujo se filtran por 

una membrana de 25 µm. 

Medios: 

-Medio de inducción a la embriogénesis: MS 1 X (Sigma Aldrich) 

suplementado con sacarosa 30 g/L, mio-inositol 0.1 g/L, y agar 7 g/L, pH 5.8 

en combinación con cualquiera de las distintas concentraciones de 
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hormonas vegetales que se muestran en la tabla 4. Esterilizar el medio por 

autoclave  durante 30 min. (Ver nota 2) 

 

Echeveria caribbean blue 

Medio  2,4-D (mg/L) 6-BAP (mg/L) 

MI-1 0.5 1 

MI-2 1 1 

Tabla 4. La tabla indica las distintas concentraciones de hormonas 

vegetales de los medios de cultivo para la inducción de callos a partir de 

anteras de E. caribbean blue 

Nota 2: Las hormonas vegetales y el mio-inositol se agregan cuando el 

medio este tibio, estas soluciones se esterilizan por medio de filtración. 

Equipo: 

- Campana de flujo laminar 

-Agitador orbital  

- Lupa 

- Microscopios óptico y de fluorescencia 

- Incubadora 

- Cámaras de crecimiento 

- Citómetro de flujo 

 

Metodología  

Elección de los capullos florales de E. caribbean blue 

1. Colectar las inflorescencias de las plantas parentales de E. caribbean blue, 

para seleccionar las inflorescencias adecuadas el primer cfE debe tener 

una tonalidad completamente rosa como se muestra en la (Figura 7-B). 
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Figura 7-B. Clasificación de los cfE. Clasificación del cfE de acuerdo con 

su estado de desarrollo, la flecha señala el tamaño adecuado de  cfE. 

 

2. Seleccionar los capullos que midan aproximadamente entre 3.2 y 4.5 mm. 

(Nota 3)  

3. Colocar los capullos seleccionados en agua de para evitar deshidratación. 

Nota 3: Si la inflorescencia se selecciona de una buena manera el capullo 

floral deberá medir aproximadamente 3.8 mm que pertenece al lugar número 7 

de la inflorescencia. 

Esterilización superficial de los capullos florales de E. caribbean blue 

1. Colocar los  cfE en un frasco con tapa, cubrir  con la solución de 

esterilización 1 y colocar en un agitador orbital durante 10 min a 150 rpm. 

Posteriormente realizar 2 lavados con H2Ode cada uno de 10 min a 150 

rpm. 

2. Sumergir los cfE en la solución de esterilización 2 durante 30 min a 150 

rpm. Realizar 2 lavados más con H2Ode cada uno de 10 min a 150 rpm  

para eliminar restos del fungicida.  

3. Transferir los cfE a etanol al 70 % durante 1min, y agitar el frasco 

suavemente con la mano. 

4.  Colocar los cfE en una solución de esterilización 3 durante 30 min a 150 

rpm. Posteriormente, se realizan 3 lavados con H2Ode, cada uno de 10 min 

a 150 rpm.  
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5. Los cfE se colocan sobre un papel filtro estéril para secar el exceso de 

líquido.  

Nota 4: Todo esto se realizó en una campana de flujo laminar para mantener un 

ambiente estéril. 

Inducción a la embriogénesis 

1. Extirpar las anteras con ayuda de unas pinzas de disección y una lupa para 

intentar dañar lo menos posible la estructura. (ver nota 5) 

2. Colocar las anteras sobre medio de inducción en cajas Petri, y sellar con 

parafilm para evitar la pérdida de humedad. 

3.  Incubar las anteras en oscuridad a 27°C durante cinco días y luego 

transferir a 25 °C y seguir incubando en oscuridad. 

4. Monitorear el desarrollo de callos cada semana. (ver nota6) 

Nota 5: Al momento de extirpar las anteras solo seleccionar las anteras grandes 

de cfE, que son estas las que contienen tétradas en su interior. 

Nota 6: La formación de callo se observa luego de la primera semana de iniciar el 

cultivo de las anteras, 3 o 4 días después de colocar a 25 °C. 

Determinación de los niveles de ploidia de E. caribbean blue mediante 

citometría de flujo 

1. Colectar hojas de E. caribbean blue.  

2. Lavar las hojas y pesar dos muestras de 150 mg de tejido cada una. 

3. Fijar el tejido durante 4 horas en etanol al 70 %.  

4. Transferir el tejido a la solución de extracción de núcleos y triturar con una 

navaja de afeitar, incubar a 4°C durante 5 min. 

5.  Filtrar la mezcla por una membrana con un poro de 40 µm, y centrifugar 

durante 5 min a 1700 rpm.  

6. Descartar el sobrenadante, colocar 200 µL de la solución control de tinción 

de núcleos a una de las muestras y a la otra agregar 200 µL de la solución 

de tinción de núcleos.  

7. Ambas muestras se incuban durante 15 min en oscuridad a 4°C. 
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8. Concentrar los núcleos por centrifugación de las muestras, descartar el 

sobrenadante  y lavar  el precipitado con 200 µL de PBS 300 mM pH 7.0 

dejar durante 5 min a 4 °C.  

9. Concentrar  los núcleos por centrifugación nuevamente y descartar el PBS, 

finalmente re-supender  en 300 µL de PBS 300 mM pH 7.0.  

10. Analizar las muestras  en un citómetro de flujo. 
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8.- Discusión de Resultados 
 

8.1.- Permeabilización del grano de polen 

 

El grano de polen es el gameto sexual masculino de las plantas, el desarrollo de 

este comprende dos procesos la microsporogénesis y la micro gametogénesis, 

esta última descrita anteriormente (1). Para desarrollar plantas haploides es 

necesario identificar el desarrollo del grano de polen durante la micro 

gametogénesis, por lo cual se tiñen los núcleos de los granos durante su 

desarrollo y así relacionar el tamaño con el estadio de desarrollo del polen. 

Aunque, se utilizaron distintos protocolos, soluciones de fijación y tinción citadas 

en la bibliografía, no fue posible internalizar el DAPI en ambas especies en los 

estadios de desarrollo posteriores a la formación de tétradas (Figura 9) panel 1 y 

2. 

La anatomía del grano de polen maduro impide la internalización de DAPI, el 

grano de polen está compuesto por dos complejas paredes celulares: la pared 

interna está formada por intina que es una mezcla principalmente de calosa, 

celulosa y arabinanos, en el momento de la germinación del grano de polen esta 

pared se extiende por uno de los poros del grano y forma el tubo polínico. La 

segunda pared se compone de exina y se caracteriza por una alta resistencia que 

le permite conservar su estructura durante miles de años, la exina se compone de 

esporopolenina que es un polímero fenólico, a diferencia de la pared interna esta 

presenta poros por los cuales germinará el tubo polínico del grano, el número de 

poros es diferente para cada especie de planta (Figura 20) (3). 
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Figura 20. Estructura del grano de polen. Tomado de plantaeAGRO, Fuente: 

https://plantae.garden/ 

 

Mientras que en las tétradas el problema para internalizar el DAPI puede deberse 

a la forma en que se deposita la pared de calosa. Una vez que las células 

esporogeneas dan lugar a las células madre, a su alrededor se empieza a 

depositar una pared de calosa (56),  que encapsulará a las cuatro células hijas 

que posteriormente darán origen a las estructuras conocidas como tétradas. La 

citocinesis es simultánea a la meiosis y durante este proceso también se comienza 

a depositar calosa sobre el plano medio y los bordes de las células haploides (57), 

encapsulando a la membrana evitando permear compuestos dentro de la célula, 

por lo cual se impide la internalización del DAPI en las tétradas. 
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8.2.- Desarrollo del gameto e identificación de tétradas de 

Euphorbia y Echeveria 

 

Puesto que no se lograron teñir los núcleos de los granos de polen de E. 

pulcherrima y Echeveria, se buscó otro método para identificar células que 

posiblemente fueran haploides. Huanfang y colaboradores monitorearon el 

desarrollo del grano de polen en una especie mexicana también perteneciente al 

género Euphorbia, esta especie fue Jatropha curcas L. en el cual se encontraron 

imágenes de micrografías del desarrollo de polen en esta especie (Figura 21-C y 

D) (56), al comparar las imágenes  de Huanfang con las que obtuvimos nosotros 

(Figura 21-A y B) nos permitió de manera física y sin ayuda de tinciones identificar 

las tétradas de E. pulcherrima. Además, en el trabajo de Matamoro y coautores, 

describen los diferentes arreglos que pueden tener las de tétradas en las especies 

de Euphorbia (57), concluyendo que en este género la anatomía de estas 

estructuras se encuentra muy conservada. 
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Figura 21. Identificación de las tétradas de E. pulcherrima. A) Células madre 

del polen de E. pulcherrima. B) identificación de tétradas de E. pulcherrima. C) 

células madre del polen de Jatropha curcas en proceso de meiosis (56). D) 

Tétradas de Jatropha curcas rodeadas por calosa (56). C y D barra de escala 

igual a 30µm. CM= células madre del polen, T= tétradas, C= calosa, las flechas 

señalan células en proceso de meiosis.  

 

Durante este proyecto se observó el desarrollo del grano de polen en E. 

pulcherrima (Figura 22). Primero se observó a la antera como una masa de células 

en un estadio temprano de esta estructura (Figura 22-A), posteriormente se 

visualizó la primera meiosis  de las células madre del polen (microesporogenesis) 

B) 

D) C) 

A) 

  

CM 

T 

T 

T 

CM 
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(Figura 22-B y C), también se identificó la estructura de tétradas de esta especie, 

las cuales se describen por primera vez (Figura 22-D), en esta imagen se puede 

observar el arreglo de las cuatro células rodeadas por una sola pared de calosa. 

Finalmente, se muestran las distintas morfologías por las que pasa el grano de 

polen  hasta llegar a la madurez (Figura 22- F-I). 

 

  

 

 
 

 

 

 

 
 

Figura 22. Desarrollo del grano de polen de E. pulcherrima. A) Antera 

inmadura de E. pulcherrima. B) células madre del polen de E. pulcherrima. C) 

Células madre del polen en proceso de meiosis. D) Tétradas. E) granos de polen 

de un mismo ciato en diferentes estadios del desarrollo. F) y G) Fenotipos del 

desarrollo del grano del polen. H) Granos de polen maduro.  I) Germinación de un 

grano de polen.  

I) G) 

F) E) D) 

C) B) A) 

H) 
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Para Echeveria no se han realizado estudios sobre el desarrollo del grano de 

polen, por lo cual este trabajo es el primero en su tipo. Para la especie E. 

caribbean blue se observaron las células madre del polen (Figuras 23-A), en E. 

caribbean blue se observó la estructura de tétradas rodeadas por una sola pared 

de calosa (Figura 23- B). Finalmente, se observó la morfología de los granos 

inmaduros y maduros de polen (Figura 23-C y D), cabe mencionar que la 

morfología de los granos de polen maduros de algunas especies de Echeveria ya 

han sido descritos. 

 

A) 

 

B) 

 
C) 

 

D) 

 
 

Figura 23. Desarrollo del grano de polen de E. caribbean blue. A)Células 

madre del polen. B) Tétradas. C) Granos de polen inmaduros. D) Granos de 

polen maduros.  
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8.3.- Variabilidad en la formación de callos en medios de 

inducción a la embriogénesis 

 

La obtención de plantas haploides suele tener una baja tasa de eficiencia debido a 

múltiples factores que influyen en el proceso de androgénesis, como el genotipo 

de las plantas parentales, el estadio de desarrollo del polen, la salud y las 

condiciones de crecimiento del parental, los tratamientos de estrés a los que se 

someten los cfE, de los factores anteriores el genotipo de los parentales es uno de 

los factores más importantes que influencian la inducción de embriones y callos 

(58). 

La gran variabilidad que se obtuvo en la formación de callos de E. caribbean blue 

a partir de anteras es posible a la forma del cultivo de los parentales, ya que las 

varas florales se tomaron de plantas con edades, tamaños y estados de desarrollo 

de la vara floral diferentes, además de que por la posición en la que se encuentran 

las plantas podrían estar expuestas a variaciones de luz.  

Concluyendo que para obtener  resultados más homogéneos sería necesario el 

cultivo de los parentales a partir de una sola planta (clones) mediante la 

reproducción asexual de Echeveria, además, las plantas deben ser cultivadas en 

una cámara de crecimiento que permita tener controlado el ambiente la mayor 

parte del tiempo del cultivo. 

 

8.4.- Endo ploidía en el género Echeveria 

 

La Endoreplicación es un proceso en el cual el ADN se puede duplicar varias 

veces en una célula sin que haya división celular, este proceso se ha reportado en 

varios organismos como artrópodos, animales y plantas. En A. thaliana se ha 

reportado que se lleva a cabo en cualquier tipo de tejido (Figura 24-A), mientras 

que en el maíz es tejido específico llevándose a cabo en el endospermo (3). Como 

ya se mencionó anteriormente, para el estándar se utilizó tejido de hojas de 
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Arabidopsis thaliana y en la (Figura18) se observa que la muestra da diferentes 

picos que pertenecen a distintos niveles de ploidia, por lo que se recomienda 

seguir utilizando el mismo estándar, pero extrayendo núcleos de las puntas de las 

raíces ya que es una zona donde las células están en constante división celular. 

En los resultados de la citometría en la (Figura 19) se puede observar cómo E. 

caribbean blue presenta células con endo replicación, lo cual es muy común en 

plantas superiores, este proceso ya ha sido reportado por Palomino et al. 2021 en 

donde se cuantificaron los niveles de ploidia de 25 especies de Echeveria, 

obteniendo que 23 de las 25 especies presentaban algún tipo de Endo ploidía 

(Figura 24-B), por lo que se infiere  que la endo replicación  es un proceso muy 

común en este género y se  reporta en este trabajo que la especie E. caribbean 

blue también presenta procesos de endo replicación. 
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A) 

 

 

B) 

 

Figura 24. Endo poliploidía en Plantas. A) Diferentes niveles de ploidia en los 

tejidos de Arabidopsis thaliana. Tomado de (3).B) Endo replicación en tres 

especies de Echeveria, B-A) Echeveria juarezensis, B-B) Echeveria altamirae y 

B-C) Echeveria novogaliciana, tomado de (52). 
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8.5.- El papel de la concentración de auxinas y citocininas en la 

diferenciación de los callos de  E. caribbean blue 

 

Las hormonas vegetales tienen un papel muy importante en la inducción de la 

embriogénesis y la diferenciación de los callos, las dos hormonas más utilizadas 

son las auxinas y las citocininas. Las características observadas en los callos 

cultivados en los medios de diferenciación, se debe a la concentración más alta de 

las hormonas utilizadas (Figura 25). En el medio MD-3 la mayor concentración 

corresponde a 6-BAP que es una citocinina, por lo cual los callos empezaron a 

diferenciarse en estructuras de brotes, mientras que para los callos que se 

cultivaron en el medio MD-4 la concentración más alta es la de la auxina por lo 

que los callos empezaron a desarrollar estructuras de pelos como en las raíces, 

concluyendo que el aumento de tamaño se debe a que las auxinas promueven la 

división celular.  

 



81 
 

Figura 25. Efecto de las diferentes concentraciones de auxinas y citocininas 

en la diferenciación de callos de tabaco (Nicotiana tabacum). En la imagen 

podemos observar que sin la adición de PGRs el crecimiento de los callos es muy 

poco, mientras que concentraciones mayores de auxinas promueve la formación 

de estructuras de la raíz, y el uso de concentraciones  altas de citocininas 

promueven la formación de estructuras de brotes, el uso de concentraciones equi-

molares  provocan la formación de callos. Tomado de  Evert RF (1) 
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9.- Conclusiones 

 

Es necesario desarrollar nuevas técnicas que permitan la internalización del DAPI 

a la célula, para poder seguir el proceso de micro gametogénesis en las especies 

del género Echeveria y la especie E. pulcherrima.  

El tamaño promedio de los cfE para encontrar anteras con tétradas es de 4.5 mm 

para E. caamanoi,  3.8 mm para E. caribbean blue, 3.6 mm para E.  

compressicaulis y de 2.5 mm para E. diffractens. Para las variedades de E. 

pulcherrima utilizadas el tamaño promedio de los cEp. que contienen anteras con 

tétradas en su interior son los sig: 2.93 mm para E. pulcherrima Beatriz, 3.04 mm 

para E. pulcherrima Festival, 3.10 mm para E. pulcherrima Juanita y Victoria, 3.12 

mm para E. pulcherrima Leticia, 3.68 mm para E. pulcherrima One Red y 3.26 mm 

para E. pulcherrima Ximena. 

El tamaño de las tétradas en las especies de Echeveria que se utilizaron se 

encuentran entre los 30 y 36.1 µm, mientras que para E. pulcherrima se 

encuentran entre los 28.7 y 32.5 µm, ambos reportados por primera vez. 

La solución de manitol 0.4 M y agarosa al 0.01 % es la mejor para la extracción de 

tétradas de E. caribbean blue, debido a que mantiene la viabilidad de las tétradas 

y tiene un mayor rendimiento comparada con otras concentraciones de agarosa. 

Las anteras de E. caribbean blue desarrollan callos en todos los medios de 

inducción a la embriogénesis que se propusieron en este trabajo, sobresaliendo  

los medios M-1 y M-2 con un mayor número de callos inducidos. 

Las concentraciones óptimas de la hormona auxina  2,4-D es de 0.5µg/mL y 1 

µg/mL; para la concentración optima de la hormona citocinina 6-BAP es de 1 

µg/mL para la inducción a la formación de callos a partir de anteras de E. 

caribbean blue. 
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La solución de extracción de núcleos de Mishra et al. 2017, es la óptima para 

extraer núcleos de las hojas de E. caribbean blue para citometría de flujo ya  que 

evita la aglomeración de los núcleos de E. caribbean blue. 

La especie E. caribbean blue presenta ciclos de endoreduplicación, al igual que 

las otras 23 especies del género Echeveria reportadas anteriormente.  

La auxina NAA  a una concentración de 0.1 mg/L combinada con la citocinina 6-

BAP 1 mg/L muestran hasta el momento ser la mejor combinación para la 

organogénesis de los callos de E. caribbean blue. 
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